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1 Einleitung 
1.1 Biogasbildung in landwirtschaftlichen Biogasanlagen 
Die Eigenschaft anaerober Mikroorganismen zur Biogasproduktion durch die Zersetzung 
von komplexem, organischem Material stellt eine Möglichkeit zur Energiegewinnung dar. 
Ende des 18. Jahrhunderts führte u.a. Alessandro Volta die ersten wissenschaftlichen 
Untersuchungen zu Biogas durch und auch der Mikrobiologe Louis Pasteur beschäftigte 
sich mit der Biogasbildung aus Mist und schlug sogar die Verwendung von Pferdemist 
zur Gasproduktion für die Straßenbeleuchtung von Paris vor (Eder & Schulz, 2006). 
Biogas wird als natürliches Produkt beim anaeroben Abbau von organischem Material 
gebildet und besteht hauptsächlich aus Methan (CH4), Kohlenstoffdioxid (CO2) und 
geringen Mengen anderer Gase [u.a. Ammoniak, Wasserstoff (H2), Stickstoff (N2) und 
Schwefelwassersoff (H2S)] (Zinder, 1993). Der anaerobe Abbau von Biomasse zu 
Methan findet unter Ausschluss oder starker Limitierung von exogenen 
Elektronenakzeptoren (u.a. Sauerstoff, Nitrat, Sulfat) statt (Hattori, 2008). Natürliche 
Quellen von Biogas sind Abfalldeponien (besonders offene Güllelager), Kläranlagen, 
Reisfelder, Sümpfe (Sumpfgas), Sedimente und der Verdauungsstrakt von Tieren 
(besonders Wiederkäuer, aber auch die Gärkammer von Termiten) (Brauman et al., 
1992; Jensen, 1996; Reineke & Schlömann, 2007). Die Biogasbildung resultiert aus den 
Stoffwechselaktivitäten und Interaktionen einer hoch komplexen Gemeinschaft von 
Mikroorganismen und lässt sich zum besseren Verständnis in mehrere Phasen 
unterteilen (Abbildung 1). Die einzelnen Phasen beeinflussen sich gegenseitig und deren 
Übergänge verlaufen fließend.  
 
Die erste Phase wird am stärksten von der Zusammensetzung der organischen 
Ausgangssubstrate beeinflusst. Sie umfasst die Zersetzung von Polymeren (besonders 
Proteine, Lipide, Kohlenhydrate) zu löslichen Monomeren (u.a. Aminosäuren, langkettige 
Fettsäuren, Glycerol, Mono- und Disaccharide), die weiterhin zu kurzkettigen, flüchtigen 
Fettsäuren (englisch: volatile fatty acids, VFAs; u.a. Butyrat, Propionat, Acetat), Ethanol, 
Methanol, Formiat, Wasserstoff und CO2 vergoren werden. Die genannten Vorgänge 
lassen sich formal in „Hydrolyse“ und „primäre Gärung“ unterteilen und werden 
hauptsächlich von hydrolytisch-acidogenen Bakterien durchgeführt. Anschließend 
werden VFAs und Alkohole im Rahmen der sogenannten „sekundären Gärung“ durch 
syntrophe, meist Acetat-bildende Bakterien zu Wasserstoff, Acetat, Formiat und CO2 
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Gülle, die oftmals direkt vom Stall in den Reaktor gepumpt wird. Besonders häufig werden 
Wirtschaftsdünger aus der Rinder-, Schweine-, oder Geflügelzucht und sogar der 
Pferdehaltung eingesetzt. Durch die Einbringung des Wirtschaftsdüngers wird die 
Pumpfähigkeit des Reaktorinhalts erhöht, ebenso erfolgt eine Einbringung von 
Mikroorganismen in den Reaktor (Angelidaki et al., 2011).  
Im Folgenden sollen wichtige Schritte des Biogasprozesses unter mikrobiologischen 
Aspekten betrachtet werden, wobei der Fokus dieser Arbeit auf dem Schritt der 
Methanogenese liegt. 
 
1.1.1 Hydrolyse- und Fermentationsprozesse - Voraussetzungen für die 
Methanogenese 
Der Begriff „Hydrolyse“, bezogen auf den Biogasprozess, bedeutet die Umwandlung von 
Polymeren verschiedenster Art in eine Vielzahl von löslichen Monomeren. Dabei haben 
echte enzymatische Hydrolysen (Bindungsspaltung durch Reaktion mit Wasser) eine 
wichtige Bedeutung, aber die Reaktionen dieses initialen Schrittes des Biogasprozesses 
sind weitaus vielfältiger (Angelidaki et al., 2011).  
Die „Hydrolyse“ lässt sich von der „primären Gärung“ im Hinblick auf beteiligte 
Mikroorganismen und Produkte nicht klar abgrenzen. Die Prozesse laufen oftmals 
gemeinsam im Metabolismus von fermentierenden Bakterien ab und überschneiden sich 
auch im Hinblick ihrer Produkte. Hydrolytische Bakterien sezernieren dabei Exoenzyme 
(freigesetzte oder an Zelloberflächen gebundene Enzymkomplexe), die eine 
entscheidende Relevanz bei der initialen Zerlegung der komplexen, organischen 
Polymeren besitzen (Angelidaki et al., 2011; Tong & McCarty, 1991). Primäre 
Gärungsprozesse führen zur Oxidation vieler Hydrolyseprodukte zu VFAs, Alkoholen, 
Formiat sowie H2 + CO2. Abhängig von der Substratzusammensetzung werden auch H2S 
und Ammoniak (NH3) gebildet (Angelidaki et al., 2011).  
 
Eine Vielzahl an (oftmals fakultativ) anaeroben Bakteriengattungen sind an der „primären 
Gärung“ beteiligt, wobei besonders häufig die Gattungen Clostridium, Bacillus (aus der 
Gruppe der gram-positiven Firmicutes) und Bacteroides in landwirtschaftlichen 
Biogasreaktoren nachgewiesen wurden (Krause et al., 2008; Kröber et al., 2009; Solli et 
al., 2014). Besonders relevante Gärungen stellen die Buttersäure-, Propionsäure-, 
Milchsäure- und alkoholische Gärung dar (Rodriguez et al., 2006).  
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Die „Hydrolyse“ gilt als Engpass im Biogasprozess aus nachwachsenden Rohstoffen, da 
die hydrolytischen Reaktionen einen geschwindigkeitslimitierenden Schritt darstellen 
(Batstone et al., 2002). Die Identifizierung weiterer Engpässe, d.h. raten-limitierender 
Schritte im Biogasprozess, ermöglicht ein besseres Verständnis der im Biogasreaktor 
ablaufenden Vorgänge. Außerdem können dadurch Möglichkeiten zur Effizienz-
steigerung der Biogasbildung abgeleitet werden. 
Die Produkte der primären Gärungen werden hauptsächlich durch sekundäre Gärungen 
zu den wichtigsten Substraten der Methanogenese, Acetat und H2 + CO2, umgewandelt. 
In dieser Phase sind syntrophe Lebensgemeinschaften aus Fettsäure- oder Alkohol-
oxidierenden Bakterien und methanogenen Archaeen überaus wichtig (Schink, 1997; 
Stams, 1994; Stams & Plugge, 2009). Die Hauptursache der Syntrophie liegt in der 
Tatsache begründet, dass der anaerobe Abbau von Fettsäuren für die Bakterien erst 
dann ausreichend exergon wird (d.h. die Konservierung von Energie erlaubt), wenn der 
Wasserstoff-Partialdruck sehr klein ist, d.h. der produzierte Wasserstoff umgehend durch 
hydrogenotrophe Methanogene aus der Gleichgewichtsreaktion entfernt wird (Schink, 
1997). Die Oxidation von Acetat durch syntrophe Acetat-oxidierende Bakterien zu 
H2 + CO2 mit anschließender hydrogenotrophen Methanogenese spielt eine wesentliche 
Rolle im Biogasprozess.  
Innerhalb der sekundären Gärung sind auch strikt anaerobe (homo)acetogene Bakterien 
zur Bildung von Acetat aus H2 + CO2 über den Wood-Ljungdahl-Weg (Acetogenese) in 
der Lage (Hattori, 2008). Wie in Abbildung 1 dargestellt, können acetogene Bakterien die 
Substrate der primären Gärung,  beispielsweise Zucker, Alkohole, und Aminosäuren 
auch heterotroph zur Bildung von Acetat verwenden (Drake et al., 2006). Viele Vertreter 
der acetogenen Bakterien gehören zur Klasse der Clostridia (Firmicutes), wobei die 
phylogenetische Diversität weitaus größer ist (Drake et al., 2006). 
 
Die räumliche Nähe unterschiedlicher Mikroorganismen durch die Bildung von Biofilmen, 
besonders aus syntrophen Bakterien und methanogenen Archaeen ist für eine effiziente 
Methanogenese im Biogasprozess unerlässlich (Angelidaki et al., 2011). Die Weitergabe 
von Elektronen in Form von Wasserstoff (von Wasserstoff-produzierenden Bakterien zu 
Wasserstoff-verbrauchenden methanogenen Archaeen) wird als „interspecies hydrogen 
transfer“ (englisch) bezeichnet und ist, bedingt durch die schlechte Löslichkeit von 
Wasserstoff in Wasser, nur über kurze räumliche Distanzen möglich (Stams & Plugge, 
2009). 
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1.1.2 Die Methanogenese - ein Schlüsselschritt im Biogasprozess 
Die Methanogenese ist der finale Schritt des anaeroben Biomasseabbaus und der 
einzige Schritt bei dem Methan gebildet wird. Mikroorganismen die zur Bildung 
nennenswerter Mengen Methan in der Lage sind gehören ausschließlich zur Domäne 
Archaea und sind dem Phylum der Euryarchaeota zugeordnet. Bisher wurden die 
methanogenen Archaeen in sechs Ordnungen unterteilt: Methanococcales, 
Methanopyrales, Methanobacteriales, Methanosarcinales, Methanomicrobiales und 
Methanocellales (Hedderich & Whitman, 2006). Kürzlich wurde mit den 
Methanomassiliicoccales eine weitere Ordnung der methanogenen Archaeen 
vorgeschlagen (Borrel et al., 2013). Als Substrate der Methanogenese werden H2 + CO2, 
Acetat, Formiat, sekundäre Alkohole und methylierte Substanzen verwendet, wobei 
ausschließlich die Gattungen Methanosarcina und Methanosaeta zur Umwandlung von 
Acetat in Methan und CO2 (acetiklastische Methanogenese) in der Lage sind (Thauer et 
al., 2008). Neben der acetiklastischen Methanogenese, ist die Reduktion von CO2 zu 
Methan unter Verwendung von Wasserstoff als Elektronendonator möglich 
(hydrogenotrophe Methanogenese), außerdem können methylierte C1-Substanzen (u.a. 
Methanol, Mono-, Di-, Trimethylamin, Dimethylsulfid) in Methan umgewandelt werden 
(methylotrophe Methanogenese) (Angelidaki et al., 2011; Deppenmeier, 2002; Liu & 
Whitman, 2008). Die methylotrophe Methanogenese kommt fast ausschließlich innerhalb 
der Gattung Methanosarcina vor. Im Hinblick auf ihre Substrate sind methanogene 
Archaeen auf andere Mikroorganismen angewiesen, da die Verwendung komplexerer 
Substrate wie Glukose zur Methanogenese bisher nicht bekannt ist (Zinder, 1993).  
 
In Biogasanlagen, die mit nachwachsenden Rohstoffen betrieben werden, dominiert die 
hydrogenotrophe Methanogenese im Regelfall im Vergleich zur acetiklastischen 
Methanogenese (Bauer et al., 2008; Nettmann et al., 2008; Nettmann et al., 2010). Der 
methylotrophen Methanogenese in Biogasreaktoren wird dagegen eine geringe 
Bedeutung zugemessen, allerdings wurde dieser Weg bisher im Kontext 
landwirtschaftlicher Biogasanlagen nicht im Detail analysiert. Methanol entsteht 
besonders beim Abbau von Biopolymeren der pflanzlichen Zellwand (Pektin und andere 
O-methylierte Substanzen), wobei dessen mögliche Nutzung zur Methanogenese in 
Biogasreaktoren unklar ist (Schink & Zeikus, 1980).  
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Die hydrogenotrophe Methanogenese wird in landwirtschaftlichen Biogasanlagen 
hauptsächlich durch Vertreter der Ordnungen Methanomicrobiales und 
Methanobacteriales durchgeführt, wobei erstere meist abundanter vorkommen 
(Nettmann et al., 2008).  
 
Die Gattung Methanoculleus. Vertreter der Gattung Methanoculleus (Maestrojuán et 
al., 1990) gehören zur Ordnung der Methanomicrobiales und stellen besonders in 
mesophilen, mit Maissilage und Wirtschaftsdünger betriebenen, Biogasreaktoren eine 
abundante methanogene Gattung dar. Im Rahmen von Metagenomanalysen wurden 
besonders M. bourgensis und M. marisnigri identifiziert (Jaenicke et al., 2011; Wirth et 
al., 2012). Die Typstämme der beiden Arten unterscheiden sich hauptsächlich dadurch, 
dass M. bourgensis nur in Anwesenheit von Acetat wachsen kann. Außerdem liegt das 
Temperaturoptimum von M. bourgensis zwischen 35-40°C, während M. marisnigri bei 
niedrigeren Temperaturen zwischen 20-25°C optimal wächst. Es handelt sich bei allen 
Vertretern der Gattung um unregelmäßige kokkoide Zellen, wobei einige Spezies 
Flagellen zur Fortbewegung aufweisen. Alle beschriebenen Methanoculleus spp. nutzen 
H2 + CO2 zur Methanogenese, wobei die meisten auch Formiat verwenden können. Die 
Fähigkeit zur acetiklastischen oder methylotrophen Methanogenese ist innerhalb der 
Gattung nicht beschrieben. (Garcia et al., 2006) 
 
Die Gattung Methanobacterium. Methanobacterium gehört zur Ordnung der 
Methanobacteriales und wurde in NawaRo-Biogasanlagen bereits mehrfach mittels 
molekularbiologischer Methoden nachgewiesen (Krakat et al., 2010; Leclerc et al., 2004; 
Wang et al., 2010). Besonders Stämme von M. formicicum wurden bereits aus mit 
Maissilage und Rinderdünger betriebenen Biogasreaktoren isoliert (Stantscheff et al., 
2014). Insgesamt konnten von über 20 bisher beschriebenen Methanobacterium spp. nur 
M. beijingense und M. congolense aus Biogasreaktoren erstangereichert und detailliert 
charakterisiert werden (Cuzin et al., 2001; Ma et al., 2005).  
Arten der Gattung kommen in anaeroben Habitaten vor, beispielsweise in Sedimenten 
und dem Verdauungsstrakt von Tieren (Boone, 2001). Methanobacterium spp. sind meist 
stäbchenförmige Zellen, teilweise gebogen, gekrümmt oder in Filamenten angeordnet 
(Bonin & Boone, 2006). Das Wachstum in großen Zellaggregaten (ähnlich wie 
Methanosarcina spp.) ist nicht verbreitet und bisher nur für M. thermaggregans 
beschrieben (Blotevogel & Fischer, 1985). Alle bisher charakterisierten 
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Methanobacterium spp. können durch die Reduktion von CO2 zu Methan mit Wasserstoff 
als Elektronendonor wachsen (Boone, 2001). Statt Wasserstoff verwenden einige Arten 
auch sekundäre Alkohole (Cadillo-Quiroz et al., 2014; Godsy, 1980) zum Wachstum (u.a. 
Isopropanol), oder nutzen Formiat als einzige Kohlenstoff- und Energiequelle (Bryant & 
Boone, 1987; Joulian et al., 2000; Shcherbakova et al., 2011). 
 
Die Gattungen Methanosarcina und Methanosaeta. Methanosarcina und 
Methanosaeta sind Gattungen der Ordnung Methanosarcinales. Die Arten der Gattung 
Methanosarcina besitzen das vielseitigste Substratspektrum für ihren primären 
Energiestoffwechsel. Einige Vertreter können alle bekannten Wege der Methanogenese 
durchführen, d.h. neben H2 + CO2 (jedoch kein Formiat) ebenfalls Acetat und eine Reihe 
von methylierten C1-Verbindungen für Energiegewinnung und Wachstum nutzen (Rother, 
2010; Thauer et al., 2008). Ihr vielseitiges Substratspektrum ermöglicht Methanosarcina 
das Vorkommen in den unterschiedlichsten anaeroben Habitaten. Neben ihrer Funktion 
bei der Abwasserbehandlung und ihrer wichtigen Rolle als Modellorganismen (Kohler & 
Metcalf, 2012), zählt die Gattung zu den abundanten Gattungen in Biogasreaktoren (De 
Vrieze et al., 2012; Illmer et al., 2014; Yu et al., 2014). Obwohl Methanosarcina eine 
wichtige Bedeutung innerhalb des Biogasprozesses hat, wurde bisher kein Isolat aus 
einer kommerziellen Biogasanlage detailliert beschrieben, lediglich M. thermophila wurde 
aus thermophil betriebenen Laborreaktoren isoliert (Zinder & Mah, 1979).  
 
Vertreter der Gattung Methanosaeta sind nur zur acetiklastischen Methanogenese fähig 
und damit im Hinblick auf ihr Substratspektrum wesentlich limitierter als Methanosarcina. 
Allerdings können Methanosaeta spp. in Habitaten mit geringen Acetatkonzentrationen 
wachsen und besitzen damit gegenüber Methanosarcina einen Selektionsvorteil in 
Biogasreaktoren mit niedrigen Acetatkonzentrationen (Zinder, 1993). Vor der 
Disproportionierung zu Methan und CO2, muss Acetat zu Acetyl-Coenzym A aktiviert 
werden. An der Aktivierung sind in Methanosarcina die beiden Enzyme Acetat-Kinase 
sowie Phosphotransacetylase und in Methanosaeta das Enzym Acetyl-Coenzyme A 
Synthetase beteiligt (Aceti & Ferry, 1988; Jetten et al., 1989; Latimer & Ferry, 1993). Die 
Substrataffinitäten der genannten Enzymsysteme unterscheiden sich voneinander, womit 
der Selektionsvorteil von Methanosaeta bei niedrigen Acetatkonzentrationen erklärt wird 
(Eggen et al., 1991). Daher dominieren Methanosarcina spp. die acetiklastische 
Methanogenese in Biogasreaktoren mit hoher Acetatkonzentration (Karakashev et al., 
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2005). Ein Zusammenhang zwischen der Ammoniumkonzentration im Reaktor und der 
Abwesenheit von Methanosaeta wurde außerdem festgestellt, weil Methanosaeta 
deutlich empfindlicher auf Ammonium als Methanosarcina reagiert (Karakashev et al., 
2005; Nettmann et al., 2010). Die kritische Ammoniumstickstoffkonzentration (NH4+-N) 
für Methanosaeta, scheint abhängig vom Substrat zu sein und zwischen 2,5 und 8.0 g l-1 
zu liegen (Nettmann et al., 2010; Poggi-Varaldo et al., 1997). 
 
Die Zusammensetzung der methanoarchaealen Population in Biogasreaktoren ist nicht 
statisch, sondern wird von einer Vielzahl an Parametern (Prozessbedingungen) 
beeinflusst. Die Art und die Zusammensetzung der in den Reaktor eingebrachten 
Substrate wirken sich erheblich auf die Zusammensetzung der methanogenen Archaeen 
aus. Der Einfluss der Acetatkonzentration auf die Abundanz von Methanosarcina 
respektive Methanosaeta ist nur ein Beispiel dafür. Während H2 + CO2 von 
verschiedenen methanogenen Archaeen im Biogasreaktor zu Methan umgewandelt 
werden kann, nimmt Acetat eine Sonderstellung ein. Acetat kann nur von Vertretern der 
Methanosarcinales direkt zu Methan umgewandelt werden, oder über den „Umweg“ der 
hydrogenotrophen Methanogenese nach der Aktivität syntropher Acetat-oxidierender 
Bakterien.  
Außerdem wurde bereits gezeigt, dass die Erhöhung der Ammoniumkonzentration in 
einem thermophilen Biogasreaktor zum „Einbruch“ der Methanosarcina-Population und 
somit zum Rückgang der acetiklastischen Methanogenese führt (Angelidaki & Ahring, 
1993). Es wird angenommen, dass die Methanogenese bei steigenden 
Ammoniumkonzentrationen hauptsächlich über die syntrophe Acetat-oxidation durch 
Bakterien gekoppelt mit hydrogenotrophen Methanogenen stattfindet (Angenent et al., 
2002).  
 
1.2 Aktivierung von Wasserstoff durch Hydrogenasen 
Die Methanbildung in NawaRo-Biogasreaktoren, in denen die hydrogenotrophe 
Methanogenese oftmals dominiert, ist hauptsächlich auf syntrophe Interaktionen 
zwischen Wasserstoff-bildenden Bakterien und Wasserstoff-verbrauchenden Archaeen 
zurückzuführen (siehe 1.1). Wasserstoff ist in der Lage frei durch Zellmembranen zu 
diffundieren und obwohl die Wasserstoffkonzentration in natürlichen, anaeroben 
Sedimenten (auch im Biogasreaktor) sehr gering ist, dient Wasserstoff als wichtigster 
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Elektronenüberträger zwischen Mikroorganismen. Ein erheblicher Teil des auf der Erde 
produzierten Wasserstoffs ist mikrobiellen Ursprungs. Geologische Wasserstoff-Quellen 
sind beispielsweise hydrothermale Quellen wie schwarze und weiße Raucher, deren 
Anteil an der weltweiten Wasserstoffproduktion allerdings gering ist (Thauer et al., 2010). 
Die hydrogenotrophe Methanogenese (siehe Reaktion 1) ist eine Wasserstoff-
verbrauchende Reaktion und ermöglicht die Energiekonservierung im Zuge der 
Reduktion von Kohlenstoffdioxid zu Methan in methanogenen Archaeen (Thauer et al., 
2008). Zur Energiekonservierung werden Elektronen benötigt, die durch die Aktivierung 
(Oxidation) von Wasserstoff freigesetzt werden (siehe Reaktion 2). Die enzymatische 
Aktivität für die Aktivierung von Wasserstoff wurde in der ersten Hälfte des 
20. Jahrhunderts beschrieben, schon damals wurde das Vorkommen von Hydrogenasen 
in methanogenen Archaeen postuliert (Stephenson & Stickland, 1931, 1933).  
 
(1) 4 H2 + CO2 → CH4 + 2 H2O (∆G0' = -131 kJ mol-1) 
(2) H2 ↔  2 e- + 2 H+ (E'0 = -414 mV) 
 
Hydrogenasen sind Metalloproteine, die im Regelfall Eisen-Schwefel (Fe-S)-Cluster und 
zwei Metallionen im aktiven Zentrum besitzen. Bisher wurden drei verschiedenen 
Klassen von Hydrogenasen beschrieben. Die Mehrzahl der bekannten Hydrogenasen 
weisen neben Eisen noch Nickel ([NiFe]-Hydrogenasen), oder ein zusätzliches Eisen 
([FeFe]-Hydrogenasen) im aktiven Zentrum auf (Vignais et al., 2001). Die dritte Klasse 
stellen Fe-S-Cluster freie Hydrogenasen dar (früher als „Metall-freie-Hydrogenasen“ 
bezeichnet), die einen Cofaktor verwenden, an dem Fe gebunden ist und somit auch als 
[Fe]-Hydrogenasen bezeichnet werden (Lyon et al., 2004).  
 
In methanogenen Archaeen konnten bisher fünf verschiedene Hydrogenase-Subtypen 
identifiziert und charakterisiert werden, wobei es sich bei vier davon um [NiFe]-
Hydrogenasen handelt (Thauer et al., 2010). Ein anderer Subtyp sind die [Fe]-
Hydrogenasen, die nur unter Limitierung von Nickel funktionell sind und bisher 
ausschließlich in methanogenen Archaeen beschrieben wurden (Zirngibl et al., 1992). 
[FeFe]-Hydrogenasen wurden noch nicht in methanogenen Archaeen entdeckt und 
kommen wie auch [NiFe]-Hydrogenasen hauptsächliche in Bakterien vor (Vignais & 
Colbeau, 2004).  
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Hydrogenasen sind in unterschiedlichen Organismengruppen beschrieben und können 
eine große Vielfalt an physiologischen Elektronenakzeptoren, wie NAD(P)+, Ferredoxin 
(oxidiert), Ubichinon (oxidiert) und Cofaktor F420,  effizient nutzen (Vignais et al., 2001).  
Die ausschließlich in methanogenen Archaeen beschriebenen F420-reduzierenden 
Hydrogenasen gehören zu den [NiFe]-Hydrogenasen (Walsh, 1986). F420-reduzierende 
Hydrogenasen kommen im Zytoplasma vor und katalysieren den reversiblen 
Elektronentransfer von F420 unter Verwendung von Wasserstoff als Elektronendonor.  
Bei Cofaktor F420 handelt es sich um ein 8-Hydroxy-5-Deazaflavin-Derivat, dessen 
physiologische Funktion analog zur Funktion von NAD+ gesehen werden kann (Eirich et 
al., 1978). Cofaktor F420 kommt in hohen intrazellulären Konzentrationen in 
methanogenen Archaeen vor und ist für deren charakteristische blau-grüne Fluoreszenz 
bei Anregung mit Licht einer Wellenlänge von 420 nm verantwortlich (Cheeseman et al., 
1972). F420 spielt eine wichtige Rolle beim Elektronentransfer von Wasserstoff auf 
Intermediate der Methanogenese aus CO2. Es sind weitere F420-haltige Enzyme in 
methanogenen Archaeen bekannt, ein Beispiel dafür ist die F420-abhängige Formiat-
Dehydrogenase (FDH), die bei der Oxidation von Formiat eine wesentliche Rolle spielt 
(Schauer & Ferry, 1982).  
 
Die Aktivität von Hydrogenasen spielt eine zentrale Rolle im mikrobiellen 
Energiestoffwechsel und ist daher auch im Biogasprozess von besonderer Relevanz. 
Insbesondere die Effizienz der Wasserstoffaktivierung durch Wasserstoff-verbrauchende 
Hydrogenasen im Zusammenhang mit der hydrogenotrophen Methanogenese sowie des 
„interspecies hydrogen transfer“ sind entscheidend für die Bildung von Methan. Die 
reversible Reaktion, d.h. die Reduktion von H+ unter Freisetzung von Wasserstoff wird 
u.a. durch Bakterien (besonders Firmicutes) der primären Gärung zur „Entsorgung“ 
überschüssiger Reduktionsäquivalente durchgeführt. Obwohl es sich um reversible 
Enzyme handelt, sind Wasserstoff-erzeugende Hydrogenasen oftmals im Zytoplasma der 
Zelle lokalisiert, während Wasserstoff-verbrauchende Hydrogenasen eher 
periplasmatisch bzw. membrangebunden vorkommen (Vignais et al., 2001).  
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1.3 Ziele der Arbeit 
Die in der vorliegenden Dissertation beschriebene Arbeit erfolgte im Rahmen des durch 
das Bundesministerium für Bildung und Forschung (BMBF) geförderten BioPara 
Netzwerkes: „Gesamterfassung von biochemischen und metagenomischen Parametern 
in Biogasanlagen und deren Korrelation zur Produktionseffizienz“. Ein Ziel war die 
Isolierung und Charakterisierung von prozessrelevanten methanogenen Archaeen aus 
Schlammproben einer kommerziellen, landwirtschaftlichen Biogasanlage. Dabei standen 
Vertreter der Gattungen Methanoculleus, Methanosarcina und Methanobacterium im 
besonderen Fokus der Anreicherungen. Die Beschreibung der mikrobiellen Biozönose in 
NawaRo-Biogasanlagen basiert bisher größtenteils auf molekularbiologischen Methoden 
und nur wenige Arten wurden aus landwirtschaftlich betriebenen Biogasreaktoren isoliert 
und charakterisiert. Die kulturabhängige Charakterisierung von isolierten methanogenen 
Archaeen aus einem Biogasreaktor sollte besonders im Hinblick auf die Identifizierung 
neuer, abundanter Spezies erfolgen.  
Ein weiteres zentrales Ziel der Arbeit war die Erfassung des Wasserstoff- sowie 
Methylgruppen-abhängigen Stoffwechsels methanogener Archaeen in NawaRo-
Biogasanlagen. Dabei sollten sowohl hydrogenotrophe als auch methylotrophe 
Methanbildungskapazitäten anhand frischer Schlammproben erfasst werden. Basierend 
auf den Erkenntnissen sollten Aussagen über mögliche raten-limitierende Schritte 
innerhalb des Biogasprozesses (speziell der Methanogenese) getroffen werden. Durch 
detailliertere Kenntnisse zu limitierenden Schritten im Prozessverlauf ist die 
Identifizierung von Maßnahmen zur Optimierung der Methanbildung von Biogasreaktoren 
überhaupt erst möglich.  
Weiterführend sollten ausgesuchte Enzymreaktionen innerhalb des Wasserstoff-
Stoffwechsels bestimmt werden, wobei der spezifische methanoarchaeale Anteil am 
jeweiligen Gesamtstoffwechsel ermittelt werden sollte. Eine wesentliche Zielstellung war 
dabei die Identifizierung von Indikatoren zur Überwachung des hochkomplexen 
Prozesses in Biogasreaktoren. 
  Material und Methoden 
Seite| 12 
2 Material und Methoden 
2.1 Material 
2.1.1 Chemikalien 
Alle in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien wurden, falls nicht anders angegeben, von 
folgenden Herstellern bezogen: AppliChem GmbH (Darmstadt, Deutschland), Merck 
KGaA (Darmstadt, Deutschland), Roche Diagnostics GmbH (Mannheim, Deutschland), 
Carl Roth GmbH & Co. KG (Karlsruhe, Deutschland), Sigma-Aldrich Corp. (Taufkirchen, 
Deutschland), Macherey-Nagel GmbH & Co. KG (Düren, Deutschland), Serva 
Electrophoresis GmbH (Heidelberg, Deutschland). 
 
2.1.2 Oligonukleotide 
In dieser Arbeit wurden Oligonukleotide für die Amplifikation von bakteriellen und 
archaeellen 16S rDNA Fragmenten und Genseqeuenzen der Alpha-Untereinheit der 
Methyl-Coenzym M-Reduktase (mcrA-Gen) verwendet (Tabelle 1).  
 
Tabelle 1: Verwendete Oligonukleotide. 













mcrA Gens von 
Archaeen 
Simankova et al., 2003 
1492_reverse TTCATTGCRTAGTT
WGGRTAGTT 














Die im Rahmen der Arbeit verwendeten Mikroorganismen wurden entweder aus 
Schlammproben einer Biogasanlage isoliert oder von der Deutschen Sammlung für 
Mikroorganismen und Zellkulturen (DSMZ, Braunschweig, Deutschland) bezogen. In 
Tabelle 2 wurden nur die Mikroorganismen aufgeführt, die im Rahmen dieser Arbeit 
bedeutsam waren. 
 
Tabelle 2: Verwendete Mikroorganismen.  
Organismus Stamm Referenz 
Methanobacterium congolense CT (DSM 7095) Cuzin et al., 2001 
Methanobacterium aggregans E09F.3T  diese Arbeit 
Methanosarcina barkeri Fusaro (DSM 804) Kluyver & Schnellen, 1947 
Methanosarcina thermophila TM-1T (DSM 1825) Zinder et al., 1985 
Methanosarcina flavescens E03.2 diese Arbeit 
 
2.2 Anaerobes Arbeiten und analysierte Biogasanlagen 
2.2.1 Arbeiten unter strikt anaeroben Bedingungen 
Alle Arbeiten unter strikt anaeroben Bedingungen erfolgten entweder in Anaerobenzelten 
(Coy Laboratory Products, Grass Lake, USA) mit einer Atmosphäre aus N2:CO2:H2 
(78:18:4, v/v, N2/CO2-Anaerobenzelt) oder aus N2:H2 (96:4, v/v, N2-Anaerobenzelt). Für 
den Betrieb der Anaerobenzelte sowie der Gasstation wurden die in Tabelle 3 
aufgeführten Gase verwendet. Vorhandene Spuren von Sauerstoff im Anaerobenzelt 
wurden mithilfe von Palladiumkatalysatoren kontinuierlich entfernt. Das bei dieser 
kontrollierten Knallgasreaktion freigesetzte Wasser, wurde der Zeltatmosphäre durch 
Kalziumchlorid entzogen. Zusätzlich war jedes Anaerobenzelt mit einem Gasanalysator 
(Coy Laboratory Products) ausgestattet, um die Sauerstoff- und Wasserstoffgehalte 
regelmäßig kontrollieren zu können. Für alle Arbeiten unter anaeroben Bedingungen 
wurden verwendete Gefäße aus Glas mindestens 24 h, solche aus Plastik mindestens 
14 Tage, vor Gebrauch in das Anaerobenzelt eingebracht. Alle weiteren Arbeiten unter 
Ausschluss von Sauerstoff wurden nach bereits etablierten Techniken durchgeführt 
(Balch & Wolfe, 1976). 
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Modellanlage 1 wurde während des Zeitraums der Beprobung ausschließlich mit 
Maissilage, Hühnertrockenkot und Rindermist beschickt. Zwischen Januar und August 
2014 erfolgte die Beschickung mit ungefähr der doppelten Menge Hühnertrockenkot, 
wobei weniger Rindermist verwendet wurde. Ab August 2014 wurden die zugegebenen 
Mengen der genannten Substrate wieder auf die Ausgangswerte umgestellt 
(Abbildung 2). Im September 2013 sowie im Juli 2014 wurde auf die Zugabe von 
Spurenelementen als Prozesshilfsmittel verzichtet.  
 
Die akkreditierte Probennahme erfolgte durch die Bioreact GmbH (Troisdorf, 
Deutschland). Die Schlammproben wurden vom Hauptfermenter nach DIN EN ISO/IEC 
17025 (2005) entnommen, wobei ca. 1 l Schlamm in verschließbare Plastikgefäße 
überführt wurde. Die Plastikgefäße wurden danach sofort luftdicht verschlossen. 
Innerhalb von 24 h nach der Entnahme trafen die gekühlten Schlammproben im Labor 
ein. Die Proben wurden umgehend im N2-Anaerobenzelt in anaerobe Müller-Krempel-
Flaschen umgefüllt oder direkt für Experimente verwendet. Vor der Lagerung wurden die 
Proben 3 min mit N2/CO2 durchgast, um eine definierte Atmosphäre zu schaffen. Die 
Lagerung der Schlammproben erfolgte bei 4°C. 
 
Tabelle 4: Wichtige Parameter der beprobten Biogasanlagen.  
 Modellanlage 1 Referenzanlage 2 Referenzanlage 3 
elektrische Leistung 536 kWel 600 kWel 635 kWel 
pH-Wert 7,7-8,3 8,0-8,1 7,5-7,7 
Fermenter 
Nettovolumen 
   
2.800 m3 2.500 m3 1.650 m3 
Temperatur 40°C 40°C 47°C 
Nachgärer    
Nettovolumen 5.000 m3 2.100 m3 1.650 m3 
Temperatur 40°C 40°C 50°C 
Substrate MS:HTK:RM MS:GR:RM:PM:HTK MS:GS:RM:PM:GR 
Ø (tFM d-1) 24:6:6 19:11:10:2:3 22:22:15:2:13 
Prozesshilfsmittel Spurenelemente,  
FeOH2 (Bioreact) 
Enzyme Mais Plus, 
Gras Plus (Bioreact) 
Spurenelemente, 
Viehsalz 
MS: Maissilage; HTK: Hühnertrockenkot; RM: Rindermist; GR: Grünroggen; GS: Grassilage,  
PM: Pferdemist; FM: Frischmasse; kWel: Kilowatt elektrisch 
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Die in dieser Arbeit herangezogenen physikochemischen Parameter der Proben, wurden 
durch das akkreditierte Prüflaboratorium Bonalytic GmbH (Troisdorf, Deutschland) 
ermittelt und im Rahmen des BioPara-Verbundprojektes zur Verfügung gestellt. Die 
Ermittlung des pH-Wertes, der elektrischen Leitfähigkeit und der Trockensubstanz 
erfolgten auf Grundlage von DIN EN 12176-S5, DIN-EN 27888-C8 sowie DIN EN 12880-
S2. Die zur Prozessüberwachung ermittelten FOS/TAC Werte basieren auf der Titration 
nach Nordmann (1977). 
 
2.3 Mikrobiologische Methoden 
2.3.1 Nährmedien zur Anreicherung und Kultivierung methanogener 
Archaeen 
Für die Anreicherung und Kultivierung methanogener Archaeen wurden hauptsächlich 
modifiziertes Basalmedium (MBM) 1 und MBM 2 (Tabelle 5) verwendet. MBM 1 
unterschied sich von MBM 2 lediglich durch Vorhandensein von 1,0 g-1 l-1 Hefeextrakt in 
MBM 1, der einen positiven Effekt auf das Wachstum mehrerer methanogener Archaeen 
ausübt. Die Vitamin- und Spurenelementlösungen (Tabelle 6) wurden separat hergestellt 
und dem Medium entsprechend hinzugefügt. Nach der Herstellung wurde die 
Vitaminlösung steril filtriert (0,22 µm Porendurchmesser) und die Spurenelementlösung 
autoklaviert (wenn nicht anders angegeben: 121°C, 15 min, 1,0 bar Überdruck 
Wasserdampf). Die Lagerung der Lösungen erfolgte bei 4°C, wobei die Vitaminlösung 
unter Lichtausschluss gelagert wurde. Die Zusammensetzung der verwendeten 
anaeroben Medien orientierte sich an den Medien der DSMZ zur Kultivierung 
methanogener Archaeen. Es wurde jedoch auf die Zugabe von komplexen Zusätzen wie 
Fermentersubstrat, Pepton oder Pansenflüssigkeit verzichtet, um das Wachstum 
unerwünschter Bakterien oder Pilze im Rahmen der Anreicherung nicht zusätzlich zu 
fördern.  
Mit Ausnahme von Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3) und der reduzierenden 
Agenzien L-Cystein-Hydrochlorid (-HCl) und Natriumsulfid (Na2S) wurden alle 
Komponenten des entsprechenden Mediums gelöst und in Rundkolben für mindestens 
60 min mit N2 durchgast. Nach Zugabe von Natriumhydrogencarbonat NaHCO3 wurde 
das Medium im N2:CO2-Anaerobenzelt zunächst mit L-Cystein-HCl reduziert, bis ein 
Farbumschlag des Redoxindikators Resazurin von dunkelblau zu rosa (teil reduziertes 
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Resorufin) zu beobachten war. Anschließend wurde dem Medium Na2S zur vollständigen 
Reduktion des Resorufins bis zum farblosen Dihydroresorufin zugegeben. Das 
reduzierte, sauerstofffreie Medium wurde im Anschluss in die gewünschten Gefäße 
abgefüllt. Erfolgte die Kultivierung auf festen Nährmedien, wurde dem Medium 1% (w/v) 
Bacto Agar (Becton Dickinson, New Jersey, USA) zugesetzt.  
 
Tabelle 5: Zusammensetzung von MBM 2. Als Lösungsmittel diente vollentsalztes Wasser. 
Chemikalie/ Supplement pro Liter 
KH2PO4 0,5 g 
NH4Cl 0,4 g 
MgCl2 x 6 H2O 0,4 g 
CaCl2 x 2 H2O 0,05 g 
NaCl 0,4 g 
3-(N-Morpholino)propansulfonsäure (MOPS) 4,2 g 
NaHCO3 3,9 g 
L-Cystein-HCl 0,5 g 
Na2S (Reinsubstanz) 0,5 g 
Resazurin 0,001 g 
Spurenelementlösung (1.000 x) 1,0 ml 
Vitaminlösung (500 x) 2,0 ml 
 
Alle Glasgefäße und Butylsepten die zur anaeroben Kultivierung verwendet wurden, 
wurden von Glasgerätebau Ochs Laborfachhandel (Bovenden-Lenglern, Deutschland) 
bezogen. Die Glaswaren wurden vor der Verwendung mindestens für 4 h mit 1 M 
Salzsäure (v/v) behandelt und nach dem Waschen mit Wasser getrocknet. 
 
Wenn nicht anders angegeben, erfolgte die Kultivierung der methanogenen Archaeen in 
5 ml Medium in Anaeroben-Kulturröhrchen (27 ml Nennvolumen, „Balch-Röhrchen“) oder 
in 25 ml Medium in Serumflaschen (100 ml Nennvolumen). Für die Kultivierung im 
größeren Maßstab wurden Müller-Krempel-Flaschen (500 ml Medium in 1 l 
Nennvolumen) verwendet. Die Anaeroben-Kulturröhrchen und Serumflaschen wurden 
mit Butylsepten, die Müller-Krempel-Flaschen mit Naturgummi-Septen, gasdicht 
verschlossen sowie mit Aluminium-Bördelkappen bzw. -Schraubkappen gesichert.  
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Tabelle 6: Zusammensetzung Spurenelement- und Vitaminlösung. Als Lösungsmittel diente 
vollentsalztes Wasser.  
Spurenelementlösung (1.000 x)1 Vitaminlösung (500 x)2 
Chemikalie pro Liter Medium Chemikalie pro Liter Medium 
C6H9NNa3O6 11,1 g p-Aminobenzoesäure 50 mg 
FeSO4 x 7 H2O 5,6 g Nicotinsäure 50 mg 
Na2SeO3 x 5 H2O 2,9 g D-Ca-Pantothenat 50 mg 
CoCl2 x 6 H2O 1,0 g Pyridoxin-HCL 50 mg 
MnSO4 x H2O 1,0 g Riboflavin 50 mg 
Na2MoO4 2 x H2O 1,0 g Thiamin-HCL 50 mg 
Na2WO4 2 x H2O 1,0 g Biotin 25 mg 
ZnSO4 7 x H2O 1,0 g Folsäure 25 mg 
NiCl2 6 x H2O 3,0 g α-Liponsäure 25 mg 
H3BO3 1,0 g Vitamin B12 25 mg 
CuSO4 5 x H2O 0,1 g   
1: modifiziert nach Wolin et al. (1963); 2: modifiziert nach Bryant et al. (1971) 
 
Um eine definierte Gasphase über dem Medium zu generieren, wurde ein Gasaustausch 
durchgeführt. Der Gasaustausch erfolgte an der Gasstation durch dreimaligen Wechsel 
von 40 kPa N2:CO2 (80:20, v/v; 15 s) und Vakuum (15-20 s). Das Medium wurde direkt 
im Anschluss autoklaviert und bei Raumtemperatur gelagert. Für die Anreicherung 
verwendetes Agar-Medium wurde im flüssigen Zustand direkt nach dem 
Autoklaviervorgang im N2:CO2-Anaerobenzelt in Petrischalen gegossen und bis zur 
Verwendung in einem „Wolfe-Inkubator“ gelagert (Metcalf et al., 1998). Zur anaeroben 
Kultivierung wurden verschiedene Wachstumssubstrate verwendet. Die Zugabe von 
H2:CO2 als Substrat in anaerobe Kulturröhrchen erfolgte an der Gasstation unter 
Verwendung von Tiefenfiltern. Lösliche Substrate (Methanol, Mono-, Di-, Trimethylamin, 
Acetat, Isobutanol, Isopropanol) wurden dem autoklaviertem Medium vor der Inokulation 
steril hinzugefügt.  
 
2.3.2 Methoden zur Anreicherung methanogener Archaeen  
2.3.2.1 Erstanreicherungen aus Schlammproben einer Biogasanlage  
Die Anreicherung methanogener Archaeen erfolge ausschließlich aus frischen 
Schlammproben der Modellanlage 1 der Monate März, April und August 2013. Dabei 
wurden die Schlammproben im N2:CO2-Anaerobenzelt 1:10 sowie 1:100 in MBM 1 sowie 
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MBM 2 verdünnt und entweder direkt auf festen Nährböden des gleichen Mediums 
ausplattiert oder in Serumflaschen inokuliert. Die Inkubation der Anreicherungen in 
Flüssigkulturen erfolgte mindestens 14 Tage, anschließend wurden 100 µl der 
Anreicherung auf Festmedium ausplattiert. Zur Inkubation der Petrischalen wurden 
Anaerobentöpfe verwendet, die mit 150 kPa H2:CO2 (80:20, v/v) bzw. 50 kPa N2:CO2 
(80:20, v/v) begast wurden. Zusätzlich wurde 0,1% (v/v) H2S hinzugegeben, um 
reduzierende Bedingungen während der Inkubation zu gewährleisten. N2:CO2 wurde nur 
zum Begasen der Anaerobentöpfe verwendet, wenn die Anreicherung mit Methanol 
(50 mM) bzw. Acetat (40 mM) als Wachstumssubstrat durchgeführt wurde. Die 
Inkubation in den Anaerobentöpfen erfolgte je nach sichtbarem Wachstum zwischen 
5 und 20 Tagen.  
 
Neben der Inkubation bei 40°C (Betriebstemperatur von Modellanlage 1), wurden 
Anreicherungen auch bei 37°C und 45°C durchgeführt. Es wurden auch verschiedene 
Konzentrationen Na2S (0,02-0,5 g l-1) und Natriumchlorid (NaCl, 5-40 mM) verwendet. 
Die Anreicherungen erfolgten bei pH-Werten zwischen 7,0 und 8,0 und neben MOPS 
wurde auch Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (TRIS) als Puffersubstanz eingesetzt. Es 
wurde MBM 1 bzw. MBM 2 ohne Zugabe von wachstumsfördernden Substanzen, sowie 
mit 2-Mercaptoethansulfonsäure (Coenzym M; 0,17 mM) und einer Mischung aus 
Fettsäuren verwendet. Die Zusammensetzung der Fettsäuremischung (Valeriansäure, 
5 mM; Isovaleriansäure, 5 mM; 2-Methylbuttersäure, 5 mM; Isobuttersäure, 5 mM; pH 
7,5) folgte den Vorschlägen der DSMZ (Medium 119). Um das Wachstum von 
unerwünschten Bakterien zu unterdrücken, wurden die Kulturmedien der 
Erstanreicherung mit 1,0-2,0 mg ml-1 Ampicillin, Kanamycin sowie Streptomycin versetzt.  
 
Nach Öffnen der Anaerobentöpfe im N2:CO2-Anaerobenzelt wurden die Kolonien für 
nähere Untersuchungen ausgewählt, wobei besonders gefärbte Kolonien weiterverfolgt 
wurden. Nach Bezeichnung der ausgewählten Kolonien (Exx.y; x: Experimentnummer, 
y: Kolonienummer; Zusatz „F“: in Flüssigkultur angereichert) wurde ein Teil der Kolonien 
auf Objektträgern ausgestrichen, um die Zellen mittels Fluoreszenzmikroskopie auf 
Vorliegen einer bläulich-grünlichen Fluoreszenz nach Anregung mit Licht einer 
Wellenlänge von 420 nm untersuchen zu können (siehe 2.3.6). Die mögliche Fluoreszenz 
diente als erster Hinweis auf das Vorliegen methanogener Archaeen (Doddema & 
Vogels, 1978), die zur Gewinnung von Reinkulturen verwendet wurden. 
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2.3.2.2 Fraktionierte Ausstriche und serielle Verdünnung  
Zur Gewinnung von Reinkulturen, wurden ausgesuchte Kolonien der Erstanreicherung 
für fraktionierte Ausstriche verwendet und unter den Bedingungen der Anreicherung 
inkubiert. Das Anlegen der fraktionierten Ausstriche erfolgte mit sterilen Holzstäbchen, 
diese wurden mindestens 14 Tage vor Verwendung in das Anaerobenzelt eingebracht. 
Fraktionierte Ausstriche wurden solange wiederholt, bis uniforme Einzelkolonien zur 
Überführung in Flüssigkulturen vorhanden waren. Die Überführung einer Kolonie in 
Flüssigkultur erfolgte unter Verwendung einer sterilen Kanüle, die zusammen mit dem 
Zellmaterial durch den Butylstopfen gestochen wurde. 
In Flüssigkultur gewachsene Isolate wurden mittels Licht- und Fluoreszenzmikroskopie 
auf mögliche Kontaminationen mit Bakterien hin untersucht. Zeigten alle Zellen eine 
einheitliche Morphologie, mit der durch den Cofaktor F420 hervorgerufenen 
charakteristischen Autofluoreszenz, wurde dies als erster Hinweis für das Vorliegen einer 
Reinkultur gewertet. War das nicht der Fall, wurde die Methode der seriellen Verdünnung 
in identischem Nährmedium durchgeführt. Entscheidend war dabei, dass die 
gewünschten Zellen die Flüssigkultur zahlenmäßig dominierten. Die eventuell 
vorhandenen Bakterien konnten durch serielle Verdünnung sukzessive ausverdünnt 
werden, wobei dazu eine Verdünnungsreihe bis zur 10-8 Verdünnung angelegt und unter 
den Bedingungen der Erstanreicherung inkubiert wurde. Lagen die Zellen der 
Kontamination in ähnlicher Anzahl wie des gewünschten methanogenen Isolates vor, 
wurde die serielle Verdünnung in Medium mit Zugabe von 1,0 mg ml-1 Ampicillin sowie 
Kanamycin angefertigt.  
 
Die Kombination der fraktionierten Ausstriche mit anschließender serieller Verdünnung 
führte, ausgenommen für Isolate der Gattung Methanosarcina und bestimmter Isolate der 
Gattung Methanoculleus, stets zum Erfolg. Da die angereicherten Vertreter der 
genannten Gattungen anfangs ein sehr langsames Wachstum aufwiesen, wurden dem 
Medium der Verdünnungsreihen Acetat (80 mM), Coenzym M (0,71 mM) und eine 
Mischung aus Fettsäuren (5 mM, siehe 2.3.2.1) mit dem Ziel der Wachstumssteigerung 
hinzugefügt. Das Vorliegen einer Reinkultur wurde mittels Polymerase-Kettenreaktion 
(PCR) verifiziert (siehe 2.4.1). 
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2.3.3 Disaggregation von Methanosarcina spp. 
Namensgebend für Spezies der Gattung Methanosarcina ist ihr Wachstum als Sarzinen 
(paketförmig angeordnete, kokkoide Zellen), die sich zu großen Zellaggregaten 
zusammenlagern. Die Überführung in ihre einzellige Wuchsform ist bereits für fünf 
Methanosarcina spp. durch Erhöhung der Osmolarität im Medium (besonders durch 
Steigerung der NaCl-Konzentration) beschrieben (Sowers et al., 1993).  
Die im Rahmen dieser Arbeit isolierten Vertreter der Gattung Methanosarcina wurden zur 
Disaggregation in MBM 2 mit 50 mM MgCl2, 4 mM CaCl2 und 0,4 M NaCl (schrittweise 
Erhöhung) inkubiert. Zusätzlich wurde Isolat E03.2 an marines Hochsalzmedium 
adaptiert, das im Vergleich zu MBM 2 neben 0,4 M NaCl noch K+ (13 mM), Mg2+ (54 mM) 
und Ca2+ (2 mM) enthielt (Metcalf et al., 1996). Die Inkubation der Kulturen für die 
Disaggregation fand jeweils bei 37°C und 45°C statt. 
 
2.3.4 Ermittlung der Zelltrockenmasse und Fluoreszenzintensität 
Falls die Verwendung der optischen Dichte (OD) als Maß für die Zunahme der Biomasse 
nicht möglich war, wurde die Zunahme der Zelltrockenmasse (ZTM) bestimmt. Es wurden 
Serumflaschen (100 ml Nennvolumen) mit 25 ml MBM 2 zur Kultivierung (Inokulation 
erfolgte 1:20) mit H2:CO2 (80:20; 150 kPa) bzw. Methanol (125 mM) verwendet. Die 
Inkubation erfolgte stets unter den optimalen Kultivierungsbedingungen des zu 
kultivierenden Isolates im Brutschrank (Infors HAT Minitron, Bottmingen, Schweiz; 
21 rpm). Die gaschromatographische Bestimmung der Methanbildung (siehe 2.6.2) und 
die Ermittlung der ZTM erfolgten parallel in Vierfachbestimmungen. Nach der jeweiligen 
Methanbestimmung, wurden die Kulturen geöffnet und mittels Vakuum durch einen 
0,2 µm Porenfilter filtriert. Die Filter wurden mit jeweils 20 ml Medium nachgespült und 
anschließend mindestens 10 h getrocknet (Heraeus Instruments, Hanau, Deutschland). 
Die getrockneten Filter wurden 5 min zum Abkühlen im Exsikkator inkubiert und an der 
Feinwaage (Sartorius, Göttingen, Deutschland) gewogen (Vierfachbestimmung). Die 
Differenz der Masse des Kontrollfilters (selbe Behandlung nur mit frischem Medium) und 
des Probenfilters entsprach der ZTM. Die Wahl der Messpunkte erfolgte in nicht 
festgelegten Zeitintervallen abhängig vom Wachstum der Kulturen.  
Parallel zur Ermittlung der ZTM wurde die Zunahme der F420-Fluoreszenz als Maß für die 
Zunahme der Biomasse quantifiziert („Microplate Reader“ Infinitie M200, Tecan, 
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Männedorf, Schweiz). Zur Bestimmung der Fluoreszenzintensität wurden 200 µl der 
wachsenden Kultur (MBM 2 Medium ohne Resazurin) vor Ermittlung der ZTM in eine 96-
well Platte überführt und unter Lichtausschluss vermessen (Anregung bei λ=420 nm, 
Emission bei λ=500 nm). 
 
2.3.5 Gram-Färbung und SDS-Stabilität 
Die Gram-Färbung wurde von Hans Christian Gram zur differenzierenden Färbung von 
Bakterien entwickelt (Gram, 1884). Neben ihrer Eignung zur Differenzierung von 
Bakterien, wird die Gram-Färbung auch zur Beschreibung neuer Archaeenarten 
durchgeführt. In Anbetracht, dass methanogene Archaeen keine typischen gram-
positiven bzw. gram-negativen Zellwandstrukturen aufweisen und die Färbung somit 
keine Aussagekraft über die Zellwandstruktur besitzt, wird nur von Gram-positiv (oder -
negativ) färbenden Zellen gesprochen (anstatt von Gram-positiven Zellen). Für die Gram-
Färbung wurden Zellen von Kulturen der stationären als auch der exponentiellen 
Wachstumsphase verwendet. Die Durchführung der Gram-Färbung erfolgte nach dem 
Protokoll von Gerhardt et al. (1994). 
 
Die Analysen zur SDS-Stabilität beruhen auf der Beobachtung, dass Zellen durch 
Detergenzien wie Natriumdodecylsulfat (englisch: Sodium dodecyl sulfate, SDS) oder 
hypotonischen Lösungen lysiert werden können. Die Empfindlichkeit von exponentiell 
wachsenden Zellen gegen SDS deutet bei methanogenen Archaeen auf proteinreiche 
Zellwände hin (Boone & Whitman, 1988). Da für Zellen unterschiedlicher Arten auch eine 
unterschiedliche Empfindlichkeit gegenüber SDS beschrieben wurde, werden Aussagen 
über die SDS-Stabilität im Rahmen der Beschreibung von methanogenen Archaeen 
gefordert (Boone & Whitman, 1988). Für die Bestimmung der SDS-Stabilität wurden 
Zellen aus einer spät-exponentiell wachsenden Kulturen (MBM 2) verwendet (Boone & 
Whitman, 1988). Nach Zentrifugation (10.000 x g, 2 min) wurden die erhaltenen 
Zellsedimente in Lösungen mit unterschiedlicher SDS-Konzentration [0,01%-1% (w/v)] 
sowie in Reinstwasser resuspendiert und nach 10- bis 30-minütiger Inkubation 
mikroskopisch auf eine mögliche Zelllyse untersucht. Als Negativkontrollen dienten in 
Medium resuspendierte Zellen.  
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2.3.6 Licht- und Fluoreszenzmikroskopie 
Die Überprüfung der Reinheit der Kulturen und die morphologische Charakterisierung 
isolierter methanogener Archaeen erfolgten durch Licht- und Fluoreszenzmikroskopie. 
Zur Visualisierung der ungefärbten, nicht fixierten Proben wurde die 
Phasenkontrastmikroskopie angewendet. Dafür wurde ein Axio Imager M1 (Zeiss, 
Oberkochen, Deutschland), ausgestattet mit einer Quecksilberdampflampe (HBO 100), 
verwendet. Zur Visualisierung der F420-Fluoreszenz kam ein entsprechender 
Anregungsfilter (Filterset 18, Zeiss, Oberkochen, Deutschland) zum Einsatz.  
Die Fluoreszenzmikroskopie methanogener Archaeen ohne vorherige Markierung mit 
Fluoreszenzfarbstoffen basiert auf der Anwesenheit von Cofaktor F420 (Extinktion 
ʎ=420 nm, Emission ʎ=520 nm), der u.a. als Elektronenüberträger bei der 
Methanogenese fungiert. Die Absorption von F420 bei einer Wellenlänge von 420 nm ist 
eine der Hauptursachen für die charakteristische Fluoreszenz methanogener Archaeen 
(Cheeseman et al., 1972).  
 
2.3.7 Rasterelektronenmikroskopie  
Die Rasterelektronenmikroskopie (REM) kam zur detaillierteren morphologischen 
Charakterisierung der Isolate aus der Biogasanlage zur Anwendung. Dazu wurden Zellen 
mit 2,5% (v/v) Glutaraldehyd in 57,5 mM phosphatgepufferte Salzlösung (englisch: 
phosphate bufferd saline, PBS; NaCl, 137 mM; KCl, 2,7 mM; Na2HPO4, 80 mM; pH 7,2) 
resuspendiert und für 2 h fixiert.  
Die weitere Probenvorbereitung sowie die Aufnahme der Bilder fand durch Markus 
Günther (Institut für Botanik, TU Dresden) statt. Anschließend an die Fixierung erfolgten 
eine Alkoholreihe und die überkritische Trocknung (Bal-Tec CPD030, Leica 
Microsystems, Wetzlar, Deutschland) der Proben. Nach Goldbeschichtung (Sputter-
Coater K550, Emitech, Lohmar, Deutschland) fand die Mikroskopie am Supra 40VP 
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2.3.8 Stammhaltung von Isolaten 
2.3.8.1 Öffentlich zugängliche Hinterlegung der Isolate  
Die Hinterlegung der in dieser Arbeit charakterisierten Isolate Methanobacterium sp. 
Stamm E09F.3T (= DSM 29428T = JCM 30569T) und Methanosarcina sp. Stamm E03.2T 
(= DSM 100822 = JCM 30921) erfolgte in den international anerkannten Stamm-
sammlungen Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen (DSMZ, 
https://www.dsmz.de, Braunschweig, Deutschland) sowie der „Japan Collection of 
Microorganisms“ (JCM, http://jcm.brc.riken.jp/en/depositing_e; Hirosawa, Japan). Die 
Identität der hinterlegten Organismen wurde mittels Sequenzierung ihrer 16 S rDNA 
Sequenz verifiziert.  
 
2.3.8.2 Eigene Konservierung der Isolate 
Die Konservierung der im Rahmen dieser Arbeit isolierten methanogenen Archaeen 
erfolgte bei -80°C. Dazu wurden spät-exponentiell wachsende Zellen verwendet. Für alle 
Isolate der Gattung Methanosarcina wurden 4,0 ml der Kultur mit 1,0 ml 50% (v/v) 
Glycerol in anaerobe, sterile Injektionsflaschen (8 ml Nennvolumen, MAGV Laborbedarf, 
Rabenau, Deutschland) gefüllt und mit Butylsepten sowie Aluminium-Bördelkappen 
verschlossen.  
Für die Konservierung aller anderen Isolate wurde das Cryobank-System (Mast 
Diagnostica, Reinfeld, Deutschland) verwendet. Hierfür wurden mindestens 10 der 
chemisch behandelten Kügelchen aus dem Cryoröhrchen entnommen und zusammen 
mit dem hypertonischen Spezialmedium des Cryobank-Systems in die oben genannten 
Injektionsflaschen gefüllt, 10 min mit N2 durchgast und autoklaviert (121°C, 25 min, 
1,0 bar Überdruck Wasserdampf). Aus den zu konservierenden Kulturen wurden unter 
anaeroben Bedingungen 5,0 ml entnommen und in die entsprechenden Injektions-
flaschen gefüllt. Nach mindestens 5-minütiger Inkubation, wurde das Kulturmedium 
größtenteils wieder entfernt.  
Die Injektionsflaschen der Konservierung mit Glycerol sowie dem Cryobank-System 
wurden vor der Lagerung bei -80°C in gasundurchlässige Plastiktüten (Bitran SX, Fischer 
Scientific Pittsburg, U.S.A.) eingeschweißt.  
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2.4 Molekularbiologische Methoden 
2.4.1 Polymerase-Kettenreaktion 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) zur Amplifizierung 
der 16S rDNA sowie der mcrA-Sequenz als phylogenetische Marker für Archaeen 
verwendet. Die Amplifizierung der bakteriellen 16S rDNA erfolgte zum Nachweis 
möglicher Bakterien und somit zur Kontrolle auf das Vorliegen einer Bakterien-freien 
Kultur der isolierten Archaeen.  
Zur Probenvorbereitung wurde ein Probenvolumen von 200 µl einer dicht gewachsenen 
Kultur steril entnommen und zentrifugiert (13.000 x g, 5 min). Das erhaltene Zellsediment 
wurde in 100 µl sterilem Reinstwasser (Promega, Mannheim, Deutschland) 
resuspendiert. Im Anschluss erfolgte der Zellaufschluss durch 5-minütige Inkubation der 
Zellsuspension bei 95°C im Thermoblock. 1 µl der erhaltenen Suspension wurde für die 
PCR eingesetzt, dabei wurden die Phusion-High-Fidelity-DNA-Polymerase (Fermentas, 
St. Leon-Rot, Deutschland) oder die Taq-DNA-Polymerase (Promega, Mannheim, 
Deutschland) verwendet.  
Die Phusion-High-Fidelity-Polymerase wurde zur Amplifizierung der 16S rDNA in einem 
standardisierten PCR-Ansatz eingesetzt (Tabelle 7). Die Taq-DNA-Polymerase war 
Bestandteil des GoTaq Green Mastermix der ausschließlich zur Amplifizierung der mcrA 
Sequenzen isolierter Archaeen verwendet wurde. Die Durchführung erfolgte laut 
Vorschrift des Herstellers. 
 
Tabelle 7: Standardisierter PCR-Ansatz.  
Reagenzien Volumen  Endkonzentration 
Phusion HF-Puffer (5x) 4,0 µl 1x 
Vorwärtsprimer (10 µM) 1,0 µl 0,5 µM 
Rückwärtsprimer (10 µM) 1,0 µl 0,5 µM 
dNTPs (10 mM) 0,4 µl 0,2 mM 
Phusion-Polymerase (2 U µl-1) 0,2 µl 0,4 U 
Reinstwasser 12,4 µl - 
Matrizen-DNA 1 µl Kultur n.a. 
n.a.: nicht analysiert 
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Die in Tabelle 8 dargestellten PCR-Programme wurden in einem Mastercycler EP 
Gradient S (Eppendorf, Hamburg, Deutschland) durchgeführt.  
 
Tabelle 8: Standardisiertes PCR-Programm.  
 16 S rDNA mcrA 
Schritt Archaeen Bakterien  
Temp. Dauer Temp. Dauer Temp. Dauer 
Initiale Denaturierung 98°C 30 s 89°C 30s 95°C 3 min 
 40 Zyklen 33 Zyklen 35 Zyklen 
Denaturierung 98°C 10 s 98°C 10 s 94°C 30 s 
Primeranlagerung 62°C 30 s 60°C 30 s 51°C 30 s 
Elongation 72°C 45 s 72°C 45 s 72°C 1,5 min 
finale Elongation 72°C 45 s 72°C 45 s 72°C 10 min 
Temp.: eingestellte Temperatur 
 
2.4.2 Agarose-Gelelektrophorese 
Die Agarose-Gelelektrophorese ist eine Methode zur Trennung von Nukleinsäuren 
entsprechend ihrer Größe in einem elektrischen Feld. Im gelierten Zustand bildet Agarose 
ein Netzwerk, dessen Porengröße von der eingesetzten Konzentration abhängig ist. Im 
Rahmen dieser Arbeit wurde 1% (w/v) Agarose in 1 x Tris-Acetat-EDTA-Puffer [TAE; 
Tris-Base, 40 mM; Eisessig, 0,1142% (v/v); Na2EDTA, 1,0 mM; pH 8,5 mit HCl 
eingestellt] durch Erhitzen in der Mikrowelle vollständig aufgelöst. Anschließend wurde 
die Lösung ad 0,005% Ethidiumbromid versetzt und zur Aushärtung in die entsprechende 
Gelkammer gefüllt. 
Zur Analyse wurden die Proben nach Angaben des Herstellers mit DNA-Ladepuffer (6x 
Loading Dye, Thermo Scientific, Dreieich, Deutschland) versetzt und im elektrischen Feld 
bei 70-130 V getrennt, wobei TAE-Puffer als Laufpuffer verwendet wurde. Die 
Nukleinsäuren wurden mit UV-Licht sichtbar gemacht. 
 
2.4.3 Ermittlung der Nukleinsäure-Konzentration 
Die Bestimmung der DNA-Konzentration in einer Probe erfolgte photometrisch 
(NanoDrop ND-1000, Peqlab Biotechnologie, Erlangen, Deutschland), wobei 2 µl DNA-
Lösung zur Analyse verwendet wurden. Der Reinheitsgrad der analysierten Probe wurde 
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aus dem Verhältnis von Absorption bei 280 nm (Absorptionsmaximum der aromatischen 
Aminosäuren) und 260 nm bestimmt. Lag der Quotient zwischen 1,8 und 1,9, wurden 
störende Kontaminationen (beispielsweise durch Proteine) ausgeschlossen. Die 
Messung am Nanophotometer erfolgte immer in einer Dreifachbestimmung. 
 
2.4.4 DNA-Sequenzierung und molekulare Phylogenie 
Die Sequenzierung von PCR-Produkten erfolgte nach Reinigung mittels SLG Hi Yield 
Gel/PCR DNA Fragment Extraction Kit (Süd-Laborbedarf, Gauting, Deutschland) durch 
die GATC Biotech AG (Köln, Deutschland) unter Verwendung des „BigDye Terminator 
Cycle Sequencing“ Protokolls (Sanger ABI 3730xl). Die Vorbereitung der Proben zur 
Sequenzierung wurde nach Vorgaben der GATC Biotech AG („LIGHTRUN Sequencing 
Service“) durchgeführt. Die erhaltenen Informationen der 16S rDNA- bzw. der mcrA-
Sequenz wurden für einen in silico-Abgleich mit Typstammsequenzen der Datenbank 
GenBank verwendet (BLAST-Algorithmus; englisch: Basic local alignment search tool, 
http://blast.ncbi.nlm. nih.gov/Blast.cgi).  
Zur Erstellung von phylogenetischen Stammbäumen wurden die Sequenzen aligniert 
(„CLUSTAL W alignment“; Geneious 7.1.7) und mittels der Methode der maximalen 
Wahrscheinlichkeit [„Maximum Composite Likelihood“ (Tamura & Nei, 1993) im 
Programm Mega 6.06 (Tamura et al., 2013)] unter Verwendung einer „Bootstrap“-Analyse 
aus 1.000 Wiederholungen berechnet.  
 
2.4.5 Genomsequenzierung von Isolat E03.2 
Die Sequenzierung des Genoms von Isolat E03.2 war zur phylogenetischen Einordnung 
notwendig. Sie wurde in einer Kooperation an der Christian-Albrechts-Universität zu Kiel 
durchgeführt (Martin Fischer, Ruth Schmitz, GenBank: LKAZ00000000). Die Extraktion 
der DNA einer auf Acetat gewachsenen Kultur (50 ml), erfolgte mit dem „Wizard Genomic 
DNA Purification Kit“ (Quiagen, Hilden, Deutschland). Die Konzentration der erhaltenen 
genomischen DNA von Isolat E03.2 betrug 550 ng µl-1. Die Sequenzierung der DNA 
erfolgte unter Verwendung des „Nextera XT Sequencing Kit“ (Illumina) auf einem Illumina 
MiSeq-System.  Die Verkürzung der erhaltenen sequenzierten Fragmente (oft als „reads“ 
bezeichnet) zur Qualitätssteigerung fand unter Verwendung der Trimmomatic Software 
statt (Bolger et al., 2014). Die Analyse der Fragmente erfolgte mit einem Schiebefenster 
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(oft als „sliding window“ bezeichnet) von vier Nukleotiden. Die Verkürzung erfolge sobald 
die Qualität innerhalb des Fensters unter einen Phred-Wert von 20 sank (Ewing & Green, 
1998; Ewing et al., 1998). Fragmente deren Längen nach der Verkürzung weniger als 
36 Nukleotide betrugen, wurden verworfen. Die Assemblierung der Fragmente und die 
Analyse des erhaltenen Genomentwurfs wurden mittels SPAdes (Version 3.5.0, 
Bankevich et al., 2012) und QUAST (Version 2.3, Gurevich et al., 2013) durchgeführt. 
 
2.4.6 Bestimmung des molaren G+C-Gehalts 
Die Bestimmung des G+C-Gehalts in mol% der chromosomalen DNA von 
Mikroorganismen ist eine wichtige Maßnahme zur taxonomischen Charakterisierung 
unbeschriebener Arten (Stackebrandt et al., 2002). Der G+C-Gehalt gibt den 
prozentualen Anteil der Basen Guanin (G) und Cytosin (C) an der Gesamtheit aller Basen 
der DNA an. Die Bestimmung des G+C-Gehalts erfolgte mit Reinkulturen der zu 
charakterisierenden Isolate, wobei für die Analyse durch den Identifizierungsservice der 
DSMZ mindestens 2,0 g Zellen (Nassgewicht) notwendig waren. 
Sechs Müller-Krempel Flaschen (1 l Nennvolumen) mit 500 ml MBM 2 wurden 1:20 mit 
Kulturen (exponentielle Wachstumsphase) inokuliert. Zur Kultivierung von 
hydrogenotrophen Methanogenen (z.B. Methanobacterium sp.) wurden die Flaschen mit 
200 kPa H2:CO2 (80:20, v/v) begast und in regelmäßigen Abständen (3-4 Tage) 
nachbegast. Für die Kultivierung von Methanosarcina sp. wurde dem Medium 62,5 mM 
Methanol hinzugefügt.  
Die Inkubation erfolgte bei der für das jeweilige Isolat optimalen Temperatur im 
Schüttelinkubator (Infors HAT Minitron, 21 x rpm) bis dicht gewachsene Kulturen sichtbar 
waren. Die Zellen wurden durch Zentrifugation (Sorvall RC50 plus, Thermo Scientific, 
Dreieich, Deutschland; 8.000 x g, 15 min) aerob geerntet. Die erhaltenen Zellsedimente 
wurden jeweils in sterilem MBM 2 resuspendiert und in einem 50 ml Röhrchen 
zusammengeführt. Nach erneuter Zentrifugation (Sigma 3-18K, Osterode; 5.000 x g, 10 
min) wurde der Überstand verworfen und nach Bestimmung des Zellnassgewichtes 
(Sartorius Wage, Göttingen, Deutschland) wurde das Zellsediment in Isopropanol (50%, 
v/v) resuspendiert und bis zum Versand bei 4°C gelagert. Nach Zellaufschluss (Cashion 
et al., 1977) erfolgte die Bestimmung des G+C-Gehalts mittels Hochleistungsflüssigkeits-
chromatographie (englisch: high performance liquid chromato-graphie, HPLC) durch die 
DSMZ (Meshbah et al., 1989; Tamaoka & Komagata, 1984). 
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2.4.7 DNA-DNA Hybridisierung und Berechnung der Genom-Genom 
Distanz 
Die Methode der DNA-DNA Hybridisierung (DDH) ist eine seit 1970 oftmals angewandte 
Methode, um Aussagen über die genetische Distanz zwischen zwei Organismen 
basierend auf Unterschieden innerhalb der Primärsequenz ihrer DNA treffen zu können. 
Für die Beschreibung einer neuen Art ist eine DDH dann notwendig, wenn die 16S rDNA 
Sequenz der verwandten Stämme eine hohe Ähnlichkeit aufweist (Richtwert 98,7-99%, 
Stackebrandt & Ebers, 2006). 
Die im Rahmen dieser Arbeit durchgeführten DNA-DNA Hybridisierungen erfolgten durch 
den Identifizierungsservice der DSMZ nach Standardprotokollen (De Ley et al., 1970; 
Huss et al., 1983). Die DNA wurde mit der modifizierten Cetyltrimethylammoniumbromid 
Methode isoliert (Metcalf et al., 1996; Murray & Thompson, 1980). Die zu analysierenden 
Stämme wurden wie in Abschnitt 2.4.6 beschrieben anaerob kultiviert. Es wurden jeweils 
ca. 3 g Zellen (Nassgewicht) geerntet, in Isopropanol (50%, v/v) resuspendiert und an die 
DSMZ versandt. Pro Organismus war die Kultivierung in 10 Müller-Krempel Flaschen (1 l 
Nennvolumen) mit jeweils 500 ml MBM 2 notwendig, um das benötige Zellmaterial zu 
erhalten. 
 
Der Genome-Genom Distanz Kalkulator (englisch: Genome-to-Genome Distance 
Calculator, GGDC) ist ein von der DSMZ zur Verfügung gestellter in silico-Service zur 
Berechnung der genetischen Distanz zwischen mikrobielle Arten und Unterarten, 
basierend auf ihren Genomen (Auch et al., 2010a; Auch et al., 2010b). Er gilt im Vergleich 
zur klassischen DDH als moderne Methode zur Artabgrenzung. In der vorliegenden 
Arbeit wurde der GGDC zur Einordnung von Isolat E03.2 innerhalb der Gattung 
Methanosarcina verwendet (http://ggdc.dsmz.de; Formel 2).  
 
2.5 Biochemische Methoden 
2.5.1 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese  
Die Glycin-SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) wurde im Rahmen 
dieser Arbeit zum Vergleich der Proteinausstattung von Isolaten aus der Biogasanlage 
mit ihren am nächsten verwandten Arten durchgeführt. Um Aussagen über 
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Gemeinsamkeiten und Unterschiede der Proteinzusammensetzung treffen zu können, 
erfolgten Kultivierung und Präparation der Zellextrakte unter gleichen Bedingungen. 
25 ml mit Zellen einer exponentiell wachsenden Kultur (Medium: MBM 2) wurden 
zentrifugiert (10.000 x g). Das Zellsediment wurde in 10 ml PBS (siehe 2.3.7) 
resuspendiert, erneut zentrifugiert und anschließend in 1 ml PBS aufgenommen. Der 
Zellaufschluss erfolgte durch 4-minütige Ultraschallbehandlung (Sonoplus HD2070, 
MS73, Amplitude: 60%, aktiver Zyklus: 0,6/0,4 s; Berlin, Deutschland) im Eisbad. Nach 
Zentrifugation (13.000 x g, 10 min, 4°C) wurde der zellfreie, bräunliche Überstand 
entnommen und nach Ermittlung der Proteinkonzentration für die SDS-PAGE verwendet. 
Die Durchführung der SDS-PAGE erfolgte nach dem Protokoll von Laemmli, wobei der 
zellfreie Proteinextrakt mit SDS-haltigem 4 x Laemmli-Probenpuffer (0,5 M Tris-HCl 
pH 6,8, 5,0 ml; Glycerol, 8,0 ml; SDS, 10%; Bromphenolblaulösung, 0,1%; ß-Mercapto-
ethanol, 1,0 ml; ad 20 ml Wasser) versetzt und 10 min bei 95°C inkubiert wurde (Laemmli, 
1970). Die Trennung der Proteine erfolgte bei einer Stromstärke von 40 mA pro 
Polyacrylamid-Gel.  
 
Die Färbung der Proteine im Polyacrylamid-Gel erfolgte mit einer Coomassie-
Färbelösung [Coomassie Brilliant Blue R250, 0,05% (w/v); Methanol, 50% (v/v); 
Essigsäure, 10% (v/v)], unter anschließender Inkubation in Entfärberlösung (Methanol, 
30% [v/v]; Essigsäure, 10% [v/v]) bis zur Entfärbung des Hintergrundes. Danach wurden 
die Gele über Nacht gewässert und fotografiert.  
 
2.5.2 Isolierung von Cofaktor F420  
Die Isolierung von Cofaktor F420 aus Methanosarcina barkeri Stamm Fusaro (DSM 804) 
war Voraussetzung für die Ermittlung von F420-abhängigen Enzymaktivitäten. Um 
genügend Zellmaterial für die Isolierung des Cofaktors zu erhalten, wurde M. barkeri im 
20 l-Maßstab kultiviert. Dazu wurden alle Bestandteile des Mediums (MBM 2) in 19 l 
Wasser gelöst und in einer Enghalsstandflasche (20 l Nennvolumen, Ochs, Bovenden, 
Deutschland) 50 min autoklaviert. Danach wurde der „Fermenter“ unter kräftigem rühren 
30 min mit N2 durchgast. Die Supplemente Methanol (100 ml; 25 M Stammlösung), Na2S 
(20 ml; 620 mM Stammlösung) und NaHCO3 (1 l; 0,93 M Stammlösung) wurden separat 
in mehreren Müller-Krempel-Flaschen (1 l Nennvolumen) angesetzt, 20 min mit N2 bzw. 
N2/CO2 (im Fall von NaHCO3) durchgast, autoklaviert und dem 20 l Fermenter steril unter 
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anaeroben Bedingungen zugegeben. Der Fermenter wurde mit einer gut wachsenden 
M. barkeri Kultur (1:20) inokuliert und bei 37°C inkubiert, bis keine Gasbildung mehr 
sichtbar war. Die Zellen wurden in einem Durchlaufrotor mittels kontinuierlicher 
Zentrifugation aerob geerntet (Heraeus Contifuge Stratos, Thermo Scientific, Dreieich 
Deutschland). Es wurden 90 g Zellen (Nassgewicht) erhalten aliquotiert (je 30 g) und bis 
zum Zellaufschluss bei -80°C gelagert. 
 
Der Aufschluss der Zellen (30 g) und die Isolierung von F420 erfolgten nach dem Protokoll 
von Schönheit et al. (1981). Es wurden ca. 100 ml des in Bindepuffer (NaCl, 0,3 M; Tris-
HCl, 50 mM; pH 7,5), 1:2 verdünnten zellfreien Rohextraktes auf eine BioRad-Tropfsäule 
(Menge des Säulenmaterials: Ø 1,5 cm; Länge 5 cm) aufgetragen. Als Säulenmaterial 
wurde QAE-Sephadex A-25 (GE Healthcare Life Sciences, Freiburg, Deutschland) 
verwendet. Nach einem Waschschritt mit 50 ml Bindepuffer erfolgte die Elution mit 
Elutionspuffer (NaCl, 1,0 M; Tris-HCl 50 mM; pH 7,5). Alle dunkelgelben Fraktionen 
wurden vereinigt und auf eine zweite QAE-Sephadex A-25 Tropfsäule (Menge des 
Säulenmaterials: Ø 1,5 cm; Länge 3 cm) gegeben. Der im Anschluss durchgeführte 
Waschschritt mit 10 mM HCl erfolgte solange, bis keine dunkelgelbe Färbung des 
Säulenmaterials mehr erkennbar war. Zur Elution (zweifaches Säulenvolumen) wurde 
50 mM HCl verwendet. Von den erhaltenen Fraktionen wurden Absorptionsspektren 
aufgenommen (Cary 60 UV-Vis Spektrophotometer; Agilent Technologies, Santa Clara, 
USA). Fraktionen die ein Absorptionsmaximum bei 380 nm und möglichst keine 
Absorptionsmaxima zwischen 300 und 350 nm aufwiesen, wurden nach Vereinigung 
weiterverwendet. Nach der Einstellung des pH-Wertes auf 7,2 war ein Farbumschlag der 
farblosen Flüssigkeit nach gelb-grün zu beobachten.  
 
Durch Gefriertrocknen (Alpha 1-4, Martin Christ Gefriertrocknungsanlagen, Osterode am 
Harz, Deutschland) der F420-enthaltenden Flüssigkeit bei -20°C und 0,34 mbar, wurde ein 
gelbliches Pulver erhalten und in PBS (siehe 2.3.7) aufgenommen. Die Konzentration von 
F420 wurde durch das Lambert-Beersche Gesetz (Absorption bei 420 nm; 
Absorptionskoeffizient 51,5 cm-1, Eirich et al., 1978, 1979) ermittelt und auf eine 
Stoffmengenkonzentration von 1 M eingestellt. Um Aussagen über die Reinheit des 
isolierten F420 zu treffen, wurde der Quotient der Absorption bei 247 nm und 420 nm 
berechnet und sollte zwischen 0,8-1,0 betragen (Eirich et al., 1978; Schönheit et al., 
1981). Nach Aliquotierung erfolgte die Lagerung bei -20°C.  
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2.5.3 Präparation von zellfreien Rohextrakten  
Für die Ermittlung von Enzymaktivitäten wurde ein zellfreier Proteinextrakt aus frischen 
Schlammproben der untersuchten Biogasanlagen unter anaeroben Bedingungen 
hergestellt. Alle Schritte im Anaerobenzelt (N2:H2; 96:4, v/v) erfolgten auf Eis. 5,0 g der 
zu untersuchenden Schlammprobe wurde 1:1 mit anaerobem Kaliumphosphatpuffer 
(K3PO4, 50 mM; Dithiothreitol, 2 mM; pH 7,2) verdünnt und 5 min kräftig vermischt. 
Anschließend erfolgte der Zellaufschluss mittels 2-minütiger Ultraschallbehandlung 
(Sonoplus HD2070, MS72, Amplitude: 40%, aktiver Zyklus: 0,6/0,4 s; Berlin, 
Deutschland). Um grobe, pflanzliche Bestandteile des Schlammes herauszulösen, wurde 
der Ansatz direkt nach der Ultraschallbehandlung mit Hilfe eines engmaschigen 
Küchensiebes filtriert. Das dunkelbraune Filtrat wurde außerhalb des Anaerobenzeltes in 
sauerstofffreien Zentrifugenröhrchen aus Polypropylen mit O-Ring Deckeln (Sorvall, 
Newtown, USA) zentrifugiert (20.000 x g, 30 min, 4°C). Um störende Partikel zu 
entfernen, wurde der Überstand anschließend im Anaerobenzelt filtriert 
(Porendurchmesser 0,25 µm). Die Proteinkonzentration des erhaltenen Rohextraktes 
wurde mittels Bradford-Methode bestimmt (siehe 2.5.4) und betrug zwischen 3,0-5,5 mg 
Protein g-1 Schlamm. Der erhaltene zellfreie Rohextrakt wurde direkt für die Ermittlung 
der Enzymaktivitäten verwendet und nicht länger als 3 h bei 4°C gelagert.  
 
2.5.4 Bestimmung der Protein-Konzentration 
Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurde das Pierce Coomassie Protein Assay 
Kit (Thermo Fisher Scientific, Darmstadt, Deutschland) unter Einhaltung des 
Herstellerprotokolls verwendet.  
 
2.5.5 Bestimmung von Enzymaktivitäten 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden unterschiedliche Oxidoreduktase (OR)-Aktivitäten aus 
zellfreien Rohextrakten frischer Schlammproben von kommerziellen Biogasanlagen 
ermittelt. Dazu zählten die Gesamt-Hydrogenaseaktivität mit dem artifiziellen 
Elektronenakzeptor Benzylviologen (BV; H2:BV OR) und die F420-Hydrogenaseaktivität 
(H2:F420 OR), wobei F420 als Elektronenakzeptor verwendet wurde. Statt Wasserstoff 
wurde auch Formiat als Elektronendonator eingesetzt und somit die Gesamt-Formiat-
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Dehydrogenase(FDH)aktivität (Formiat:BV OR) sowie die F420-abhängige FDH-Aktivität 
(Formiat: F420 OR) ermittelt. Die genannten Enzymaktivitäten wurden bei Raum-
temperatur unter anaeroben Bedingungen in Präzisionsküvetten (Hellma OS, 1 cm; 
Hellma Analytics, Müllheim, Deutschland) gemessen. Um anaerobe Bedingungen zu 
gewährleisten, wurden die mit einem Gummistopfen luftdicht verschlossenen Küvetten 
mit N2 durchgast. Außerdem wurden nur sauerstofffreie Lösungen und Puffer verwendet.  
 
Die Enzymtests wurden in einem finalen Volumen von 1,0 ml (Kalium-Phosphat-Puffer; 
K3PO4, 50 mM; DTT, 2 mM; pH 7,2) durchgeführt. Für die Ermittlung der H2:BV OR sowie 
der Formiat:BV OR erfolgte die Zugabe von 100 µl BV (10 mM Stammlösung) mit 
anschließender Reduktion durch 1-10 µl Natriumdithionit (100 mM Stammlösung) bis 
eine leichte Blaufärbung sichtbar war. Die Zugabe von Wasserstoff (H2:BV OR) erfolgte 
an der Gasstation (insgesamt 1 min durchgast). Statt Wasserstoff wurden den Kontrollen 
lediglich N2 zugefügt. Zur Ermittlung der Formiat:BV OR wurde den Küvetten vor 
Reduktion mit Natriumdithionit 100 µl Formiat zugegeben (1 M Stammlösung). Für die 
Bestimmung der F420-abhängigen Enzymaktivitäten, wurden den Ansätzen 20 µl F420 
(1 mM Stammlösung) statt BV hinzugefügt, außerdem entfiel die Reduktion mit 
Natriumdithionit.  
Der Start der enzymatischen Reaktion erfolgte durch die Zugabe von 50 µl (1:10 
Verdünnung in anaeroben Kalium-Phosphat Puffer) des anaeroben, zellfreien 
Proteinextraktes aus frischen Schlammproben (siehe 2.5.3). Veränderungen der 
Absorption wurden mit BV bei 578 nm (ɛ578= 8,65 mM-1 cm-1, Hedderich et al., 1989) bzw. 
mit F420 am isobestischen Punkt bei 401 nm (ɛ401= 25,9 mM-1 cm-1, DiMarco et al., 1990) 
über einen Zeitraum von 5 min photometrisch (Cary 60 UV-Vis Spektrophotometer) 
bestimmt.  
 
Basierend auf der ermittelten Extinktionsänderung pro Sekunde und der entsprechenden 
Extinktionskoeffizienten wurde die Volumenaktivität ermittelt. Die Berechnung der 
spezifischen Enzymaktivitäten erfolgte basierend auf der Proteinkonzentration im 








2.6.1 Quantifizierung der Methanbildung von Schlammproben 
Die Bestimmung der Methanbildungsraten frischer Schlammproben der untersuchten 
Biogasanlagen erfolgte, falls nicht anders angegeben, innerhalb von drei Tagen nach 
Erhalt der jeweiligen Probe. Auch nach Zusatz verschiedener methanogener Substrate 
zu den Schlammproben erfolgte die Bestimmung der Methanbildungsraten nach 
folgendem Protokoll: 10 g Schlamm wurden im N2-Anaerobenzelt in Serumflaschen 
(100 ml Nominalvolumen) gefüllt und im Anschluss 5 min mit N2:CO2 (80:20, v/v) auf Eis 
durchgast (Generierung einer definierten Gasatmosphäre ohne Überdruck). Wurde der 
Einfluss unterschiedlicher methanogener Substrate (Wasserstoff, Methanol, Mono-, Di-, 
Trimethylamin) auf die Methanbildung untersucht, wurden diese den Schlammproben 
entsprechend nach der Begasung anaerob hinzugegeben. Die Zugabe von Wasserstoff 
erfolgte in definierten Volumina mittels Spritzen, wobei das hinzugegebene Gasvolumen 
vorher aus dem System entnommen wurde, um keinen Überdruck zu erzeugen. Als 
Kontrollen dienten Schlammproben ohne jegliche Zusätze, nur mit N2:CO2 
Gasatmosphäre. 
 
Um das Vorhandensein von methylotrophen Substraten im Biogasschlamm zu 
analysieren, wurden Zellen von Isolat E03.2 zu inaktiven Schlammproben hinzugegeben. 
Dazu wurden 150 ml einer auf Methanol gewachsenen Kultur (MBM 1) in der 
exponentiellen Wachstumsphase unter anaeroben Bedingungen im N2-Anaerobenzelt 
zentrifugiert und mehrfach mit anaeroben Carbonat-Puffer (nach Refai et al., 2014b) 
gewaschen. Das erhaltene Zellsediment wurde in 2,5 ml Puffer resuspendiert und zu 
autoklavierten Schlammproben (10 g, anaerob, in verschlossenen Serumflaschen) 
hinzugegeben. Vor der Inkubation wurden Methanol (50 mM) bzw. Acetat (80 mM) zum 
Testansatz hinzugegeben.  
Die Inkubation der Schlammproben erfolgte im Wasserbad unter leichtem Schwenken 
(40°C, 100 rpm) für mindestens 24 h. Die Methanbildung wurde innerhalb 
unregelmäßiger Abstände (mindestens vier Messpunkte) unter Verwendung einer 
gasdichten Spritze (Hamilton, Bonaduz, Schweiz) bestimmt. Die Spritze wurde vor jeder 
Probenentnahme mehrfach mit sterilem N2 gespült. Für die Messung wurden 50 µl der 
Gasphase aus dem Ansatz entnommen und mittels Gaschromatographie (GC 17A, 
Shimadzu, Duisburg, Deutschland) analysiert. Die Trennsäule (Optima-5; 0,25 µm, 30 m 
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x 0,25 mm; Macherey-Nagel, Düren, Deutschland) wurde mit dem Inertgas N2 als mobile 
Phase bei einer Temperatur von 130°C und einer Flussrate von 34 ml m-1 betrieben. Die 
Temperatur des Injektors betrug 200°C und als Detektor wurde ein Flammenionisations-
detektor mit einer Temperatur von 280°C verwendet. 
 
Die Erstellung der Kalibriergerade zur Ermittlung der Methankonzentration erfolgte mit in 
N2 verdünntem Methan (99,5%) als Standard. Die ermittelten Methanbildungsraten der 
Schlammproben wurden in µmol Methan pro Gramm Schlamm pro Stunde (µmol g-1 h-1) 
angegeben. Das in den Versuchsansätzen gelöste Methan, konnte aufgrund seiner 
geringen Löslichkeit in Wasser (35 ml l-1 bei 17°C; Merck-Index, 10. Auflage), 
vernachlässigt werden. Die Integration erfolgte mit Hilfe des Programms „GC Solution 
Analysis“ (Version 2.4.1) und wurde gegebenenfalls per Hand korrigiert.  
 
2.6.2 Quantifizierung der Methanbildung im Rahmen der 
physiologischen Charakterisierung von Isolaten  
Die Bestimmung der Methanbildung erfolgte parallel zur Ermittlung der ZTM (siehe 2.3.4) 
zur Charakterisierung methanogener Archaeen. Methan ist das wesentliche Produkt ihres 
Energiestoffwechsels und eignet sich daher als indirekter Wachstumsparameter. Wenn 
eine proportionale Zunahme zwischen ZTM und Methanbildung nachgewiesen werden 
konnte, wurde für alle weiteren Wachstumsexperimente lediglich die Methanbildung als 
Wachstumsparameter herangezogen. Es wurden 5 ml MBM 2 (anaeroben-
Kulturröhrchen, 27 ml Nennvolumen) im N2:CO2-Anaerobenzelt 1:10 mit einer 
exponentiell wachsenden Reinkultur des zu untersuchenden Isolates inokuliert. Die 
Inkubation erfolgte über mehrere Tage im Brutschrank unter Bestimmung der 
Methanbildung mittels Gaschromatographie (siehe 2.6.1). 
 
Zur physiologischen Charakterisierung wurden der Einfluss von Temperatur, pH-Wert, 
NaCl und Ammoniumchlorid (NH4Cl) auf das Wachstum von hydrogenotrophen Isolaten 
(mit 150 kPa H2 + CO2 als Substrat) und Isolaten der Gattung Methanosarcina (mit 
125 mM Methanol als Substrat) untersucht. Die NaCl-Konzentration wurde durch Zugabe 
einer anaeroben, sterilen Stammlösung im Medium eingestellt, wobei die NaCl 
Konzentration von MBM 2 (6,8 mM) die geringste untersuchte Konzentration darstellte. 
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Die Einstellung der NH4Cl-Konzentration erfolgte analog (NH4+ Konzentration von MBM 2 
beträgt 7,48 mM).  
Der Effekt des pH-Wertes wurde unter Verwendung unterschiedlicher Puffersystem in 
MBM 2 untersucht. Für Methanobacterium sp. wurden 50 mM 1,4-Piperazin 
Ethansulfonsäure (PIPES) zwischen pH 5,5- 7,0 und 100 mM 3-(N-Morpholino)-
Propansulfonsäure (MOPS) zwischen pH 7,0-8,0 in MBM 2 verwendet. Alle anderen 
Komponenten des Mediums blieben unverändert. Um den pH-Wert-Effekt auf das 
Wachstum von Methanosarcina sp. zu testen, wurden drei verschiedene Puffersysteme 
in MBM 2 ohne NaHCO3 verwendet: für pH-Werte unter 7,0, 100 mM 2-(N-Morpholino)-
Ethansulfonsäure (MES), für pH-Werte zwischen 6,5 und 8,0 100 mM MOPS und für pH 
8,5 100 mM N-[Tris(hydroxymethyl)methyl]glycin (Tricin). Die Einstellung des 
entsprechenden pH-Wertes erfolgte mit NaOH bzw. HCl.  
 
Zusätzlich wurde der Einfluss unterschiedlicher Lichtintensitäten auf das Wachstum von 
Methanosarcina sp. getestet. Dafür wurden die Kulturen während der Inkubation im 
Brutschrank unterschiedlicher, photosynthetisch aktiver Strahlung ausgesetzt 
(0-30 W m-2) und die Methanbildung wie beschrieben ermittelt. Die Messung der 
Lichtintensität erfolgte mit dem LI-250A LightMeter (LI-COR Biosciences (USA). 
 
Für alle Experimente wurden mindestens drei biologische Replikate parallel analysiert, 
die Befunde wurden einmal reproduziert. Die relativen Wachstumsraten wurden 
basierend auf der Methanbildung berechnet und angegeben (µCH4 in h-1). War kein 
exponentielles Wachstum zu beobachten, erfolgte die Berechnung der 
Methanbildungsraten basierend auf den Steigungen der linearen Bereiche  der 
arithmetischen Darstellungen. 
 
2.7 Kontinuierliche Gärversuche 
Alle kontinuierlichen Gärversuche zur Simulation von praxisrelevanten Störfällen des 
Biogasprozesses wurden durch die Bioreact GmbH und Bonalytic GmbH durchgeführt. 
Es wurden volldurchmischte, doppelwandige Acrylglas-Gärbehälter als Reaktoren 
verwendet. Das Brutto-Faulraumvolumen betrug 9 l, wobei eine Durchmischung 
automatisch mit Kreuzbalkenrührern erfolgte (5 min Rühren, 25 min Pause, Rührwerke: 
IKA RW 20 und Heidolph RZR 2051, Rührwerkssteuerung: Conrad Electronics). Die 
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Beheizung der Reaktoren erfolgte im mesophilen Temperaturbereich (37-40°C) durch 
pumpfähige Wasserbäder. Zur Vermeidung von Wärmeverlusten und Lichteinfall wurden 
die Reaktoren auf der Außenseite mit Schaumstoffmatten isoliert. Das produzierte Biogas 
wurde in Gassammelbeuteln (Tecobag, Bürstadt, Deutschland) aufgefangen.  
Der Start der Reaktoren erfolgte mit mikrobiell aktivem Flüssigzentrat. Dabei handelt es 
sich um die flüssige Phase nach Feststoffseparation des Fermenterinhalts von 
Modellanlage 1. Die Basisfaulraumbelastung über die gesamte Versuchsdauer betrug 
1 g oTS l-1 h-1 aus Maissilage. Täglich wurden 1 l Gärrest abgenommen und die 
Gärschlammproben zur Analyse in luftdichten Polyethylen-Flaschen an die Bonalytic 
GmbH übergeben. Im Anschluss wurde dem Reaktor Maissilage und Zentrat über einen 
Befüllstutzen zugeführt. Auf der Grundlage des oTS-Gehaltes der Maissilage wurde die 
täglich zuzuführende Frischmasse berechnet, wobei das Zentrat aufgrund seines 
geringen oTS-Anteils vernachlässigt wurde.  
 
Für den Versauerungsversuch wurde die Faulraumbelastung in zwei Laborreaktoren 
zusätzlich zur Grundbelastung (23,4 g Maissilage und 100 ml Zentrat pro Tage) noch mit 
Glukose erhöht (täglich 6 g), bis eine Säureanreicherung nachgewiesen werden konnte. 
Zum Zeitpunkt der Versauerung (10 Tage nach Beginn der Glukosezugabe) wurde ein 
Reaktor zur Entnahme der Proben geleert. Der zweite Reaktor durchlief eine 
siebentägige Erholungsphase, während derer nur die Grundbelastung mit Maissilage 
aufrechterhalten wurde. Zu beiden Reaktoren wurden Kontrollreaktoren mitgeführt, die 
während des gesamten Versuchsverlaufes nur mit Maissilage beschickt wurden. Die 
Versuchsdauer betrug insgesamt 34 Tage, wobei mit Glukosezugabe erst nach der 
Stabilisierung aller Reaktoren nach 17 Tagen begonnen wurde. Am sechsten Tag nach 
Beginn der Glukosezugabe waren die beiden Reaktoren übergeschäumt, konnten jedoch 
durch kurzzeitige Reduktion der Glukosezugabe auf 6 g weitergeführt werden.   
 
Für die Vergiftung mit Ammonium wurde Harnstoff in verschiedenen Konzentrationen als 
Quelle für Ammoniak zu den Reaktoren gegeben. Es wurde eine leichte Vergiftung mit 
und ohne Erholung und eine schwere Vergiftung der Reaktoren durchgeführt, wobei für 
die schwere Vergiftung das 1,5-fache an Harnstoff im Vergleich zur leichten Vergiftung 
hinzugegeben wurde. Für die leichte Vergiftung wurde dem entsprechenden Reaktor 
insgesamt 6-mal Harnstoff hinzugegeben, für die schwere Vergiftung dagegen 10-mal. 
Zu jedem mit Harnstoff vergifteten Reaktor, wurde ein Kontrollreaktor geführt. Die 
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Grundbelastung entsprach täglich 36,3 g Maissilage, wobei den Reaktoren ebenfalls 
100 ml Zentrat hinzugegeben wurde. Insgesamt betrug die Versuchsdauer 71 Tage, die 
erste Harnstoffzugabe fand nach 36 Tagen statt. Der Reaktor der leichten Hemmung 
ohne Erholung wurde nach 59 Tagen entleert. Der Reaktor der leichten Hemmung mit 
Erholung durchlief zusätzlich eine 12-tägige Erholungsphase. Der Betrieb des Reaktors 
der schweren Hemmung erfolgte über die gesamte Versuchsdauer, d.h. er wurde erst 
nach 71 Tagen entleert. Alle Informationen zur Durchführung der kontinuierlichen 
Gärversuche stammen von Melanie Hecht (Bioreact GmbH). 
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unterschiedlichen Temperaturen (37°C, 40°C, 45°C) konnten keine wesentlichen 
Unterschiede festgestellt werden, ebenso eigneten sich die verwendeten Puffersysteme 
(MOPS, TRIS) gleichermaßen zur Erstanreicherung methanogener Archaeen.  
Das Wachstum von Bakterien wurde durch Zugabe von 1,0-2,0 mg ml-1 Antibiotika 
(Ampicillin, Kanamycin, Streptomycin) nicht wesentlich reduziert und führte auch zu 
einem langsameren Wachstum der Archaeen. Viele Isolate konnten durch fraktionierte 
Ausstriche nur schwer vereinzelt werden, daher wurden die Ausstriche solange 
durchgeführt, bis nur noch morphologisch gleichartige Einzelkolonien erhalten wurden. 
Die Anfertigung fraktioneller Ausstriche hatte zwar eine Reduktion der Bakterien zur 
Folge, aber oftmals waren daran anschließende Verdünnungsreihen (bis 10-8) für den 
Erhalt einer Reinkultur erforderlich. Die vorherige fluoreszenzmikroskopische 
Betrachtung (durch F420 verursachte Eigenfluoreszenz methanogener Archaeen) 
ausgewählter Kolonien bewährte sich, weil dadurch erste Vorhersagen über das 
mögliche Vorhandensein methanogener Archaeen möglich waren. 
 
Insgesamt wurden 85 Kolonien für fraktionierte Ausstriche ausgewählt, wovon 23 Isolate 
nicht als Einzelkolonien kultiviert werden konnten. Die von den restlichen Isolaten 
erhaltenen Einzelkolonien wurden in Flüssigkultur überführt, wovon weitere 29 Isolate 
nicht wuchsen. Insgesamt wurden 33 Isolate kultiviert und fluoreszenzmikroskopisch 
untersucht, in 8 Flüssigkulturen wurde keinerlei F420-Fluoreszenz festgestellt. Ebenfalls 
wurde mittels Gaschromatographie kein Methan in der Gasatmosphäre dieser Kulturen 
nachgewiesen, sodass die Isolate verworfen wurden. Insgesamt wurden von 25 Isolaten 
sowohl 16S rDNA als auch mcrA Sequenzen partiell amplifiziert, sequenziert und für 
phylogenetische Analysen verwendet (Nolling et al., 1996).  
Von Isolaten mit identischen 16S rDNA Sequenzen wurde im Rahmen dieser Arbeit nur 
jeweils ein Isolat zur weiteren Bearbeitung ausgewählt (siehe Tabellen 9, 11, 14). Die 
ermittelten 16S rDNA und mcrA-Sequenzen der folgenden Isolate sind im Anhang 6.1 
sowie 6.2 aufgelistet. 
 
3.1.2 Isolate der Gattung Methanobacterium 
Am häufigsten wurden Isolate mit hoher 16S rDNA-Sequenzähnlichkeit (≥ 99%) zu 
M. formicicum MFT identifiziert. Wie alle Arten der Gattung Methanobacterium nutzen sie 
die hydrogenotrophe Methanogenese zur Konservierung von Energie und wurden unter 
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Tabelle 9: Isolate der Gattung Methanobacterium. Durch 16S rDNA und mcrA 
Sequenzabgleich wurden die am nächsten verwandten Typstämme ermittelt (GenBank BLAST).  
Isolat Probe Zellmorphologie 
Nächster 
Verwandter* 
Identität1 (Länge bp) 
16S rDNA mcrA 
E01.1 BG(1) Stäbchen, vereinzelt M. formicicum MFT 100% (1.407) 99% (1.095) 
E09F.1 BG(5) Stäbchen, vereinzelt M. formicicum MFT 99% (1.410) 95% (1.119) 
E09F.2 BG(5) Stäbchen, vereinzelt M. formicicum MFT 100% (1.402) 98%(1.019) 
E09F.3 BG(5) Stäbchen in Aggregaten M. congolense CT 99% (1.411) 97% (1.118) 
*: GenBank-Referenznummern: LN515531 (M. formicicum MFT), NR028175 (M. congolense CT; 
16S rDNA), AB542748 (M. congolense CT, mcrA). 1: Angegeben sind gerundete, prozentuale 
Übereinstimmungen nach Sequenzabgleich 
 
3.1.3 Isolat E09F.3 - Typstamm einer neuen Spezies 
3.1.3.1 Gewinnung einer Reinkultur und Morphologie 
Der Methanobacterium Stamm E09F.3 wurde aus Schlammproben der Modellanlage 1 
mit MBM 2 angereichert (H2:CO2 Atmosphäre, 40°C). Nach der Durchführung mehrerer 
fraktionierter Ausstriche wurde eine Kolonie zur Inokulation einer Flüssigkultur 
verwendet. Sowohl Erstanreicherung als auch Kultivierung in Flüssigkultur sind 
Bestandteil der Bachelorarbeit von Andreas Begenau (Begenau, 2013). Im 
mikroskopischen Bild waren neben den Zellen von Isolat E09F.3 außerdem kurze 
Stäbchen (ohne F420-Fluoreszenz) sichtbar. Nach Durchführung einer seriellen 
Verdünnung, wurde das Vorhandensein der Reinkultur mittels PCR der bakteriellen 16S 
rDNA (Bakterien-spezifische Oligonukleotiden) im Rahmen der Bachelorarbeit von Mary 
Linge (Linge, 2014) bestätigt. Weiterhin erfolgte die Verifizierung der Reinkultur durch 
extensive Licht- bzw. Fluoreszenzmikroskopie.  
Ein wichtiger Grund für die weiterführende Charakterisierung von Isolat E09F.3 war 
dessen auffällige Morphologie. In Flüssigkultur wuchsen die Zellen überwiegend in 
großen Aggregaten aus langen Filamenten (Abbildung 5 A, B). Die Filamente bestanden 
aus stäbchenförmigen Zellen. Die Zellen waren 2,0 bis 2,5 µm lang und 0,2 bis 0,5 µm 
breit, wobei keine Motilität beobachtet werden konnte. Zellen und Aggregate wiesen eine 
starke F420-Fluoreszenz auf. Detailliertere Einblicke über die Anordnung der Zellen 
innerhalb der Aggregate wurden durch REM ermöglicht. Deutlich zu erkennen waren 
lange, stark verdrehte Bündel von Filamenten, welche die in Flüssigkultur, mit bloßem 
Auge sichtbaren, Aggregate bildeten (Abbildung 5 C, D). 
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3.1.3.3 Physiologische Charakterisierung  
Nachdem Methanobacterium sp. Isolat E09F.3 auf molekularbiologischer Ebene von 
allen bisher beschriebenen Methanobacterium-Arten abgegrenzt werden konnte, erfolgte 
die physiologische Charakterisierung hinsichtlich der Erstbeschreibung und weiteren 
Abgrenzung von M. congolense CT.  
 
Physiologie des Wachstums und Substratspektrum 
Um Aussagen über das Wachstum von Isolat E09F.3 treffen zu können, wurden sowohl 
die Zunahme der ZTM als auch die Methanbildung quantifiziert. Die Trübungsmessung 
als indirektes Maß für die Biomasse einer Kultur war aufgrund des Wachstums des Isolats 
in großen Zellaggregaten nicht geeignet. Die Methanbildung verhielt sich innerhalb der 
exponentiellen Wachstumsphase mit H2 + CO2 proportional zur Zunahme der ZTM 
(Linge, 2014). Dieser lineare Zusammenhang ermöglichte die Verwendung der 
Methanbildung als indirektes Maß für die Zunahme der Biomasse. Da die Bestimmung 
der ZTM sehr aufwendig war, wurde die Methode nur für das Wachstum mit H2 + CO2 als 
Substrat unter optimalen Bedingungen durchgeführt. Zur weiteren Charakterisierung, 
wurde nur noch die Methanbildung zur Berechnung der Wachstumsraten verwendet.  
 
Isolat E09F.3 wuchs mit H2 + CO2 (150 kPa) als einzige Kohlenstoff- und Energiequelle, 
d.h. chemolithoautotroph. Die Verdopplungszeit betrug zwischen 4,6 und 5,8 h. Ebenfalls 
konnten Wachstum und Methanbildung mit Formiat (100 mM) als alleiniges Substrat 
nachgewiesen werden. Allerdings war die Methanbildungsrate aus Formiat 
(0,53 ± 0,08 µmol h-1 ml-1) deutlich geringer als aus  H2 + CO2 (1,23 ± 0,34 µmol h-1 ml-1). 
Mit Methanol (125 mM), 2-Butanol (30-50 mM) + CO2 (40 kPa) und 2-Propanol (30-
50 mM) + CO2 (40 kPa) im Medium, konnte kein Wachstum nachgewiesen werden. 
Hefeextrakt (0,1-0,3 %, m/v) als Komplexkomponente stimulierte das Wachstum von 
Isolat E09F. Die Zugabe von Coenzym M (0,61 mM) zum Kulturmedium und die 
Verdopplung der Vitaminkonzentration hatten keinen nachweisbaren Effekt auf das 
Wachstum. Durch Analyse des Wachstums von E09F.3 in MBM 2 Medium ohne 
zugegebene Vitaminstammlösung wurde gezeigt, dass keines der Vitamine für das 
Wachstum essentiell war, obgleich eine Reduzierung der Wachstumsrate zu beobachten 
war. Die genannten Ergebnisse zum Wachstumsverhalten und Substratspektrum wurden 
innerhalb der Bachelorarbeit von Mary Linge erhalten und diskutiert. Ebenfalls wurden 
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Das Wachstum wurde bei pH-Werten von 5,5 bis 8,0 ermittelt, wobei ein apparentes pH 
Optimum zwischen 6,5 und 7,0 nachgewiesen werden konnte (Abbildung 7 B). Bei pH 
5,5 konnte nur noch eine um 50% reduzierte Methanbildung im Vergleich zum Optimum 
ermittelt werden. Der pH-Wert des untersuchen Biogasreaktors wurde mit 
Kalziumkarbonat (CaCO3) auf einen Wert von 8,0 stabilisiert, sodass eine Anpassung 
von E09F.3 an ein leicht alkalisches Milieu plausibel erschien. Allerdings wurde bereits 
bei pH 8,0 kein Wachstum mehr nachgewiesen. Enge pH Bereiche mit einem Optimum 
um pH 7,0 sind typisch für alle methanogenen Archaeen (Whitman et al., 2006). 
 
Die Wirkung von NaCl und NH4Cl auf das Wachstum von E09F.3 wurde durch die Zugabe 
von 0 bis 2,0 M NaCl bzw. NH4Cl zum Kulturmedium ermittelt (Abbildung 7 C, D). Isolat 
E09F.3 reagierte sehr empfindlich auf die Erhöhung der genannten Salze. Bereits die 
Erhöhung der Konzentration über 50 mM NaCl oder NH4Cl, führte zur Verminderung der 
Methanbildung. Wurde eine Konzentration über 0,4 M im Medium eingestellt, wurde keine 
Methanbildung mehr nachgewiesen. Die meisten Methanobacterium spp. wurden aus 
Habitaten mit geringen NaCl Konzentrationen (anaerobe Fermenter, Grundwasser, 
Gülle) isoliert, daher sind NaCl Optima unter 0,2 M typisch für Vertreter der Gattung und 
auch das hier beschriebene Isolat stellt keine Ausnahme dar (Whitman et al., 2006). Die 
Ammoniumkonzentration in Biogasreaktoren schwankt durch veränderliche Substrat-
zusammensetzung teilweise erheblich (Zhang et al., 2014). Daher war für Isolat E09F.3 
eine erhöhte Toleranz gegen Ammoniumstress zu erwarten, aber das Isolat reagierte 
vergleichsweise sensitiv auf die erhöhten Ammoniumkonzentrationen im Kulturmedium. 
 
Gram-Färbung und SDS-Empfindlichkeit 
Aussagen über die Gram-Färbung sind Bestandteil einer Erstbeschreibung von 
methanogenen Archaeen, auch wenn Archaeen andere Zellwandstrukturen als Bakterien 
aufweisen. Die Gram-Färbung von Isolat E09F.3 wurde in der Bachelorarbeit von Tina 
Enders untersucht (Enders, 2014). Die Zellen von Isolat E09F.3 färbten Gram-negativ. 
Die Beobachtung wurde mit Zellen der exponentiellen und stationären Phase gemacht 
(Enders, 2014). Im Gegensatz dazu wurde für die Zellen des nächsten Verwandten 
M. congolense CT eine Gram-positive Färbung beschrieben wurden (Cuzin et al., 2001). 
Ebenfalls zu den Minimalanforderungen zur Beschreibung neuer Arten methanogener 
Archaeen gehört die Analyse der Zellen zur Anfälligkeit gegenüber Detergenzien wie 
SDS (Boone & Whitman, 1988). Die Lyse von Isolat E09F.3 nach SDS Zugabe wurde 
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innerhalb der Bachelorarbeit von Mary Linge analysiert (Linge, 2014). Da für 
M. congolense keine Informationen über das Lyseverhalten gegenüber SDS verfügbar 
waren, wurde Stamm CT im Rahmen der hier vorliegenden Arbeit analysiert. Bereits nach 
Zugabe von 0,1% SDS, lysierten die meisten Zellen von Isolat E09F.3 innerhalb von 
10 min. M. congolense CT reagierte noch empfindlicher auf SDS, da die Lyse bereits 
durch Zugabe von 0,05% SDS verursacht wurde. 1% SDS führte zur Lyse der Zellen von 
E09F.3 und M. congolense. Es kam zum vollständigen Verlust der F420-Fluoreszenz und 
die Konturen der Zellen waren lichtmikroskopisch (Phasenkontrast) nur noch undeutlich 
zu erkennen. Die untersuchten Arten scheinen empfindlicher gegenüber SDS als andere 
Arten der Gattung Methaobacterium zu sein. Beispielsweise sind M. paludis, M. lacus 
und M. beijingense resistent gegenüber 1% SDS (Borrel et al., 2012; Cadillo-Quiroz et 
al., 2014; Ma et al., 2005). Bei Inkubation in demineralisierten Wasser konnte nach 10 min 
Inkubation für beide Arten keine Lyse beobachtet werden.  
 
Eine unterschiedliche Empfindlichkeit der Zellen gegenüber SDS lässt sich durch 
Unterschiede in der Zellwandzusammensetzung erklären. Auch durch das 
unterschiedliche Gram-Verhalten erscheint dies plausibel. Eine hohe SDS-
Empfindlichkeit gilt als Hinweis auf proteinreiche Zellwände (Boone & Whitman, 1988), 
Isolat E09F.3 könnte sich daher durch mehr Proteine innerhalb der Zellwand als 
beispielsweise M. paludis auszeichnen. Die Zusammensetzung der Zellwand wurde 
allerdings im Rahmen der hier vorliegenden Arbeit nicht weiter untersucht. 
 
Vergleich der Proteinausstattung zur Abgrenzung 
Die Analyse des Gesamt-Zellextraktes zum Vergleich der Proteinzusammensetzung 
zwischen nah verwandten Arten ist eine besonders in der Vergangenheit häufig 
angewandte Methode. Um eine Vergleichbarkeit der Proteome von Isolat E09F.3 und 
M. congolense Stamm CT zu gewährleisten, erfolgten Kultivierung, Zellernte und die 
Solubilisation mit SDS unter identischen Bedingungen. Die Zellextrakte von Zellen der 
exponentiellen Wachstumsphase wurden nach Trennung der Proteine durch SDS-PAGE 
mit anschließender Coomassie-Proteinfärbung miteinander verglichen.  
Die erhaltenen Proteinmuster zeigten beträchtliche Unterschiede und unterstützten die 
Abgrenzung von Isolat E09F.3 und M. congolense. Besonders auffällig sind starke 
Signale bei 51 kDa, 35 kDa und 26 kDa die nur im Zellextrakt von Isolat E09F.3 auftraten. 
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Tabelle 10: Unterschiede zwischen Isolat E09F.3 und verwandten Arten der Gattung Methanobacterium.  
 Arten der Gattung Methanobacterium 












Aggregate, selten in 
Einzelzellen 
Stäbchen, selten in 
kleinen Aggregaten 
Stäbchen 
Stäbchen, häufig in 
Filamenten 
Stäbchen 
Zellgröße (L x B) 0,2-0,5 x 2,0-2,5 µm 0,4-0,5 x 2,0-10,0 µm 0,6 x 1,5-2,8 µm 0,2-0,4 x 2,0-15,0 µm 0,4-0,5 x 3,0-5,0 µm 
Gram-Färbung - + - - - 
Substrate  
H2 + CO2 + + + + + 
Formiat + - - - + 
Sekundäre Alkohole - (+) - - - 
Wachstumsoptima  

























NaCl (mM) ≤ 50 ND ≤ 160 100 ≤ 500 
G + C Gehalt (mol%)* 39,1 (HPLC) 39,5 (HPLC) 35,7 (G) 37,0 (HPLC) 39,9 (Tm) 
a: Cuzin et al., 2001; b: Cadillo-Quiroz et al., 2014; c: Borrel et al., 2012; d: Ma et al., 2005 
+: positiv oder gutes Wachstum; -: negativ oder kein Wachstum; (+): kein Wachstum aber Methanbildung; ND: keine verfügbaren Daten. 
*: Bestimmung erfolgte durch: HPLC-Analyse (HPLC), Schmelzpunkt-Analyse (Tm), Genomsequenz (G).  
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Alle Isolate der Gattung Methanosarcina wurden auf ihre Fähigkeit zur Disaggregation 
hin analysiert (siehe 2.3.3). Die mit M. mazei verwandten Isolate disaggregierten bereits 
nach Erhöhung der NaCl Konzentration auf 0,1 M vollständig (Abbildung 9 D, E). 
Während M. thermophila (die am nächsten verwandte Art von E03.2) bereits 
disaggregiert wurde, war dies für Isolat E03.2, selbst nach schrittweiser Erhöhung der 
NaCl Konzentration auf bis zu 0,4 M nicht möglich (Sowers et al., 1993). Nach 
Adaptierung an marines Hochsalzmedium (Metcalf et al., 1996), bildete E03.2 zwar 
kleinere Aggregate, disaggregierte allerdings nicht in seine einzelzellige Wachstumsform. 
Das Wachstum in Einzelzellen konnte somit im Rahmen dieser Arbeit für Isolat E03.2 
nicht erreicht werden. Das Wachstum einer Methanosarcina spp. in Form von 
Zellaggregaten unter erhöhter Osmolarität ist  bisher noch nicht in der Literatur 
beschrieben wurden. 
 
Aufgrund der identischen partiellen, 16S rDNA und mcrA Sequenzen, wurden die Isolate 
E03.12, E06F.1, E06F.10 sowie E09F.4 dem M. mazei Stamm C16 zugeordnet. Das 
Isolat E03.2 zeigte im Vergleich zum Typstamm von M. thermophila ein anderes 
Verhalten auf die Erhöhung der Osmolarität des Mediums. Außerdem gab es Hinweise 
auf Unterschiede innerhalb der intergenen Region zwischen der 16S rDNA und der 23S 
rDNA Sequenz (Uwe Deppenmeier, Bonn, persönliche Mitteilung). Aus den genannten 
Gründen wurde das Isolat E03.2 phylogenetisch und physiologisch im Rahmen dieser 
Arbeit näher charakterisiert. 
 
Tabelle 11: Isolate der Gattung Methanosarcina. Mittels 16S rDNA und mcrA Sequenzabgleich 
wurden die am nächsten verwandten Arten ermittelt (GenBank BLAST)*.  
Isolat Probe Zellmorphologie 
Nächster 
Verwandter* 
Identität1 (Länge bp) 
16S rDNA mcrA 
E03.2 BG(1) 
Kokken (Ø ~2 µm) 
in Zellaggregaten 
(Sarzinen) 
M. thermophila TM-1T 99% (1.409) 97% (1.150) 
E03.12 BG(1) M. mazei C16 100% (1.406) 100% (1.102) 
E06F.1 BG(2) M. mazei C16 100% (1.406) 100% (1.137) 
E06F.10 BG(2) M. mazei C16 100% (1.406) 100% (1.125) 
E09F.4 BG(5) M. mazei C16 100% (1.406) 100% (1.091) 
*: GenBank Referenznummern: CP009513 (M. mazei C16T), CP009501 (M. thermophila TM-1T) 
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Eine weitere Bestätigung zum Vorliegen der Reinkultur von E03.2 erfolgte im Rahmen 
einer Genomsequenzierung, wobei keine der erhaltenen Sequenzen auf das 
Vorhandensein von Bakterien hinwiesen (Martin Fischer, Kiel, persönliche Mitteilung). In 
Flüssigkultur wuchs das Isolat (im Vergleich zu M. barkeri, M. thermophila und M. mazei) 
in auffällig großen, gelben Zellaggregaten (Abbildung 10 A) bei Kultivierung auf Methanol. 
Die dunkelgelbe Farbe der Kolonien wurde bereits nach Erstanreicherung (ebenfalls mit 
Methanol) beobachtet. Einzelzellen konnten mikroskopisch zu keiner Zeit beobachtet 
werden. Die unregelmäßigen Kokken lagen dicht in Sarzinen (Pakete aus vier Zellen) 
angeordnet vor, die wiederum große Aggregate bildeten (Abbildung 10 B-D). Die Zellen 
wiesen eine starke, nicht ausbleichende F420-Fluoreszenz auf.  
 
3.1.5.2 Molekularbiologische Charakterisierung 
Bereits das charakteristische Wachstum in Sarzinen legte die Zuordnung von Isolat E03.2 
zur Gattung Methanosarcina nahe. Um genauere Aussagen zur phylogenetischen 
Einordnung treffen zu können, wurden nahezu komplette Fragmente der 16S rDNA 
Sequenz (GenBank: KT828541, 1.409 bp) und des mcrA Gens (GenBank: KT828542, 
1.150 bp) sequenziert. Nach Sequenzabgleich, konnte M. thermophila TM-1T (98,9%) als 
nächste verwandte Art identifiziert werden (Abbildung 11). Allerdings wurde auch zu 
sechs weiteren Methanosarcina spp. eine hohe Ähnlichkeit der 16S rDNA ermittelt: 
M. siciliae TA/MT (98.6%, GenBank:FR733698), M. acetivorans C2AT (98.6%, GenBank: 
NC_003553), M. vacuolata Z-761T (98.5%, GenBank: FR733661), M. barkeri MST 
(98.5%; GenBank: AJ012094), M. spelaei MC-15T (98.3%, GenBank: JF812257) und 
M. horonobensis HB-1T (98.2%, GenBank: AB288262).  
Auch der mcrA Sequenzvergleich bestätigte M. thermophila TM1 (97,2%; GenBank: 
CP009501) als nächsten Verwandten von Isolat E03.2. Für alle anderen Methanosarcina 
spp. wurde eine deutlich geringere Sequenzähnlichkeit ermittelt: M. horonobensis HB-1T 
(93,5%, GenBank: CP009516), M. barkeri MST (91,8%, GenBank: CP009528), 
M. vacuolata Z-761T (91,3%, GenBank: CP009520), M. acetivorans C2AT (90,8%, 
GenBank: AE010299), M. siciliae T4/MT (90,2%, GenBank: CP009506). Für M. spelaei 
MC-15T lag nur ein 712 bp Fragment des mcrA Gens in der Datenbank vor (93,7%, 
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service). Die DNA-DNA Ähnlichkeit zwischen den Stämmen betrug 68,8 ± 1,6% 
(Mittelwert ± Standardabweichung aus zwei unabhängigen Experimenten) und ist damit 
sehr nahe dem empfohlenem Schwellenwert von 70% zur Unterscheidung mikrobieller 
Spezies (Stackebrandt & Ebers, 2006). Die Reproduzierbarkeit und Eignung der 
traditionellen („nass-chemischen“) DDH wird in der Literatur kontrovers diskutiert (Li et 
al., 2015). DDH Ähnlichkeiten sind schwer reproduzierbar und werden u.a. durch die 
Reinheit der verwendeten DNA, unterschiedlichen Genomgrößen und anderen 
physikochemischen Parametern wesentlich beeinflusst (Stackebrandt & Ebers, 2006; 
Wayne et al., 1987).  
 
Der G+C Gehalt von Isolat E03.2 wurde mittels HPLC durch den Identifikationsservice 
der DSMZ mit 42,9 mol% (Mittelwert aus zwei unabhängigen Experimenten) ermittelt. Ein 
G+C Gehalt um die 40 mol% ist charakteristisch für Arten der Gattung Methanosarcina 
(siehe Tabelle 13).  
 
3.1.5.3 Physiologische Charakterisierung 
Durch eine physiologische Charakterisierung von E03.2 sollten Rückschlüsse auf 
mögliche Anpassungen an den Biogasprozess gezogen werden. Somit sollte außerdem 
die Abgrenzung als eigenständige Art auch auf physiologischer Ebene erbracht werden. 
 
Physiologie des Wachstums und Substratspektrum 
Aufgrund des stabilen Wachstums in Zellaggregaten konnte für Isolat E03.2 keine 
Trübungsmessung erfolgen. Daher wurden ZTM, Methanbildung und F420-Fluoreszenz 
als Parameter für die Zunahme der Biomasse herangezogen und miteinander verglichen 
(Abbildung 12). Für das Isolat E03.2 wurde exponentielles Wachstum bis ca. 30 h nach 
Inkubationsstart beobachtet. Die Verdopplungszeit betrug 9,7 ± 0,6 h, wobei eine 
Wachstumsrate von 0.07 ± 0,01 h-1 ermittelt wurde. Beide Wachstumsparameter wurden 
basierend auf der Zunahme von Methan, ZTM und Fluoreszenzintensität berechnet, 
wobei sich die Werte sehr ähnelten (Abbildung 12 C). Damit wurde eine direkte 
Korrelation zwischen Zunahme von ZTM und Methanbildung festgestellt, sodass die 
weitere Physiologie auf Grundlage der Methanbildung analysiert werden konnte. Die 
durchschnittlichen Werte für ZTM sowie Methan betrugen 0,3 mg ml-1 und 84,5 µmol ml-1 
nach Erreichen der stationären Wachstumsphase. Die Quantifizierung von Methan mittels 
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Das Isolat E03.2 wuchs auf allen untersuchten Methylaminen, wobei Morphologie, gelbe 
Färbung der Aggregate und Wachstumsstärke mit dem Wachstum auf Methanol 
vergleichbar waren. Auf die Bestimmung der Wachstumsraten und Verdopplungszeiten 
wurde in diesem Fall verzichtet. 
Um weitere Erkenntnisse über die Physiologie von Isolat E03.2 zu erhalten, wurde das 
Wachstum mit 80 mM Acetat (aceticlastische Methanogenese) bzw. 150 kPa H2 + CO2 
(hydrogenotrophe Methanogenese) untersucht. Einerseits handelt es sich bei Acetat 
wahrscheinlich um das bevorzugte Wachstumstrat von Methanosarcina in der Natur und 
andererseits ist der Typstamm von M. thermophila nicht in der Lage H2 + CO2 zu 
verwerten (Zinder et al., 1985). Mit Acetat als einzige Kohlenstoffquelle konnte Wachstum 
nachgewiesen werden. Allerdings dauerte die Adaptation von auf Methanol wachsenden 
Zellen an Acetat mehrere Monate. Hierbei wurden die Zellen 1:2 in Acetat-haltiges 
Medium transferiert und nach erkennbarem Wachstum mehrfach 1:10 weiter transferiert, 
Rückstände von Methanol ließen sich somit ausschließen. Unter Verwendung von Acetat 
als Energiesubstrat wuchs E03.2 mit einer Verdopplungszeit von 20,4 ± 2,6 h 
(Mittelwert ± Standardabweichung aus einer Dreifachbestimmung) und einer 
Wachstumsrate von 0,04 ± 0,005 h-1 (Mittelwert ± Standardabweichung aus einer 
Dreifachbestimmung). Das Wachstum bei einer Temperatur von 45°C und Acetat als 
Substrat führte außerdem zu einer vollständigen Lyse der Zellen, noch vor Erreichen der 
stationären Phase. Ein deutlich langsameres Wachstum auf Acetat im Vergleich zu 
methylotrophen Substraten ist für Methanosarcina spp. bekannt, aber oftmals werden 
höhere Zelldichten unter Verwendung von Acetat erreicht (Hutten et al., 1980). 
 
Im Gegensatz zu M. thermophila TM-1T wuchs Isolat E03.2 auch mit H2 + CO2 als 
alleiniger Kohlenstoff- und Energiequelle, obgleich das Wachstum im Vergleich zum 
Wachstum auf Methanol langsamer und nicht durchgehend exponentiell war. Das nicht-
exponentielle Wachstum lässt sich dadurch erklären, dass der Massetransfer zwischen 
dem gasförmigen Substrat und dem Medium aufgrund der geringen Löslichkeit von 
Wasserstoff nicht optimal stattfinden kann. Trotz der Inkubation unter leichtem 
Schwenken stellt H2 + CO2 daher ein wachstumslimitierendes Substrat dar. Außerdem 
war zu beobachten, dass das Wachstum von E03.2 in deutlich kleineren Zellaggregaten 
ohne erkennbare gelbe Färbung resultierte. Die im Vergleich zum Wachstum auf 
Methanol kleineren Zellaggregate könnten den Zellen eine bessere Aufnahme von 
Wasserstoff als gasförmigen Elektronendonor ermöglichen. Ein exponentielles 
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der Zellen an marines Hochsalzmedium (0,4 M NaCl, Metcalf 1996), wurde ein ähnliches 
Wachstum wie unter niedrigen NaCl Konzentrationen beobachtet. Die Fähigkeit zur 
Anpassung von Methanosarcina an hohe Osmolaritäten ist bereits bekannt (Müller et al., 
2005). Besonders häufig wurde die Akkumulation von organischen, kompatiblen Soluten 
zum Ausgleich des osmotischen Drucks im Zytoplasma beschrieben. Dazu gehören 
beispielsweise Beta-Aminosäuren wie N(ε)-Acetyl-β-Lysin (Müller et al., 2005; Lai et al., 
1991). Die beobachtete Adaptation an höhere NaCl-Konzentrationen könnte für Isolat 
E03.2 auch in der Biogasanlage relevant sein. Sie ermöglicht dem Isolat eine Anpassung 
an schwankende Osmolaritäten, die durch den Eintrag unterschiedlicher Substrate in den 
Biogasreaktor verursacht wird.  
 
Der Effekt des pH-Wertes wurde im Bereich von 5,5 bis 8,5 unter Verwendung 
unterschiedlicher Puffersysteme ermittelt. Um einen Effekt unterschiedlicher 
Puffersubstanzen auf das Wachstum auszuschließen, wurden überlappende pH-Werte 
mit unterschiedlichen Puffersubstanzen eingestellt (siehe 2.6.2). Dadurch konnte gezeigt 
werden, dass die verwendeten Puffersubstanzen keinen Effekt auf das Wachstum 
ausübten. Der eingestellte pH des Mediums blieb während und nach der Inkubation 
unverändert. Der apparente optimale pH-Wert für das Wachstum von Isolat E03.2 lag 
zwischen 7,0 und 7,5. pH-Werte in diesem Bereich sind für alle methanogene Archaeen 
charakteristisch (Whitman et al., 2006). Bei pH 8,0 (dem pH-Wert von Modellanlage 1) 
wurde für das Isolat ein nur etwas geringfügigeres Wachstum als beim optimalen pH-
Wert nachgewiesen. Bei pH 8,5 war nahezu kein Wachstum mehr nachweisbar. Im 
sauren Bereich wuchs Isolat E03.2 bei einem pH 5,0 nicht mehr. 
  
Pigmentbildung und Lichtempfindlichkeit 
Neben der dunkelgelben Koloniefarbe von Isolat E03.2 wurde eine Gelbfärbung der 
Zellaggregate beim Wachstum auf methylierten Substanzen (Methanol, Methylamine) 
auch in Flüssigkultur beobachtet (Abbildung 15 A). Mit zunehmender Aggregatgröße 
nahm auch deren Farbintensität zu. Sporadisch trat ebenfalls eine Gelbfärbung des 
Kulturüberstandes auf. Die sichtbare Gelbfärbung könnte auf die Bildung und eventuelle 
Sekretion eines oder mehrerer gefärbter Substanzen zurückführbar sein. Die Bildung von 
Pigmenten ist eine bekannte Strategie von Mikroorgansimen zum Schutz vor ultravioletter 
(UV) -strahlung (Hassan & Mathesius, 2012; Oren & Gunde-Cimerman, 2007).  
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Substanz), die im Rahmen dieser Arbeit jedoch nicht weiter untersucht wurden (Daten 
nicht gezeigt).  
Weiterführend wurde die Extraktion der vermuteten gelben Substanz(en) mit Ethylacetat 
und Chloroform unter sauren, neutralen und basischen Milieu versucht, führte allerdings 
nicht zur Anreicherung gelber Substanzen (Daten nicht gezeigt). 
 
Im Rahmen dieser Arbeit konnten keine Kultivierungsbedingungen identifiziert werden, 
die zu einer reproduzierbaren Sekretion von vermuteten gefärbten Substanzen führten. 
Daher war eine weitere Untersuchung beispielsweise hinsichtlich Molekülklasse, Ladung 
oder Hydrophobizität von vermuteten Pigmenten nicht möglich.  
 
Gram-Färbung und SDS-Empfindlichkeit 
Die Gram-Färbung von Isolat E03.2 führte zu keiner eindeutigen Zuordnung. Da Isolat 
E03.2 nicht disaggregiert werden konnte, erschwerten die Zellaggregate die 
Interpretation der rötlich-violetten Färbung. Die Überlagerung der Zellen ließ eine 
zweifelsfreie Erkennung der Färbung nicht zu. Zusätzlich ließen sich die Aggregate nur 
schwer auf dem Objektträger durch Hitze fixieren. Eine Gram-variable Färbung wurde 
auch für andere methanogene Archaeen beschrieben (Kitamura et al., 2011; Mori & 
Harayama, 2011). Die Färbung der Zellen von M. thermophila TM-1T wurde als Gram-
positiv beschrieben (Zinder et al., 1985).  
Die SDS-Empfindlichkeit von Isolat E03.2 wurde nach Inkubation von Zellen der 
exponentiellen Wachstumsphase mit 0,1% (w/v) SDS mikroskopisch untersucht (Boone 
& Whitman, 1988). Während die Zellaggregate intakt blieben, verlor sich die F420-
Fluoreszenz der Zellen bereits nach wenigen Minuten. Der Fluoreszenzverlust lässt eine 
Lyse der Zellen durch 0,1% SDS vermuten, wobei sich der Zusammenhalt der Zellen in 
Sarzinen und Aggregaten auf die schützende extrazelluläre Polysaccharid-Matrix von 
Methanosarcina zurückführen lässt (Sowers et al., 1993). Bei der Inkubation in 
vollentsalztem Wasser konnte innerhalb von 60 min weder die Lyse der Zellen noch der 
Rückgang der Fluoreszenz beobachtet werden.  
 
Vergleich der Proteinausstattung zur Abgrenzung 
Zur Differenzierung von Isolat E03.2 von M. thermophila TM-1T und M. barkeri Fusaro, 
erfolgte ein Vergleich des Gesamtproteins mittels SDS-PAGE und anschließender 
Coomassie-Färbung. M. barkeri wurde aufgrund seiner physiologischen 
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präziser zu werten ist. Außerdem ist die in silico-Methode reproduzierbarer und eignet 
sich besser zum Vergleich mit anderen G+C-Gehalten, die ebenfalls basierend auf der 
Genomsequenz ermittelt wurden. 
Die erhaltene Genomsequenz von Isolat E03.2 wurden für eine Genom-Genom-
Distanzanalyse mit den verfügbaren Genomdaten verwandter Methanosarcina spp. 
herangezogen. Zur Analyse wurde Algorithmus 2 des Genome-Genom Distanz 
Kalkulator (englisch: Genome-to-Genome Distance Calculator, GGDC) der DSMZ 
verwendet. Der GGDC eignet sich auch zur Analyse von unvollständig sequenzierten 
Genomen und weist hierbei eine bessere Korrelation mit Werten von DDH-Experimenten 
als alternative Distanzfunktionen („ANI“, Goris et al., 2007) auf (Auch et al., 2010b). Die 
höchste Ähnlichkeit des Genom-zu-Genom Vergleiches von Isolat E03.2 wurde mit 
M. thermophila TM-1T erzielt (51,3%), das entspricht auch den phylogenetischen 
Analysen basierend auf 16S rDNA und mcrA Sequenzen (Abbildung 11). Die aus den 
weiteren GGDC-Vergleichen erhaltenen Werte waren deutlich geringer (Tabelle 13). Die 
erhaltene Ähnlichkeit der Genome von 51,3% liegt deutlich unterhalb dem empfohlen 
Schwellenwert von 70% und lässt zweifelsfrei die Einordnung von Isolat E03.2 als 
eigenständige Art innerhalb der Gattung Methanosarcina zu.  
 
Tabelle 12: Parameter der finalen Genomsequenz von Isolat E03.2.  
Anzahl der Contigs (≥ 0 bp) 74 
Anzahl der Contigs (≥ 1.000 bp) 49 
Gesamtlänge (≥ 0 bp) 3.268.085 
Gesamtlänge (≥ 1.000 bp) 3.257.728 
Längster Contig 401.326 
Gesamt Länge 3.320.133 
G+C (%) 41,3 
Verwendung von QUAST Version 2.3 (Gurevich et al., 2013). 
 
 
Benennung von Isolat E03.2 
Für Isolat E03.2 wurden genomische, phylogenetische und physiologische Unterschiede 
zu bereits beschriebenen Arten der Gattung Methanosarcina gezeigt. Außerdem wurde 
das Isolat von M. thermophila TM-1T und anderen Methanosarcina spp. durch Genom-
Genom-Distanz-Kalkulation eindeutig abgegrenzt (siehe Tabelle 13). Besonders die 
Fähigkeit zur Verwendung von Acetat als Substrat zur Methanogenese und eine 
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Adaptation an schwankende Osmolaritäten deuten auf die wichtige Rolle von 
Methanosarcina innerhalb einer Biogasanlage hin. Das Isolat zeichnet sich besonders 
durch das Wachstum in stabilen, überdurchschnittlich großen Zellaggregaten, auch bei 
höherer Osmolarität aus. Außerdem wurden die Gelbfärbung der Zellaggregate sowie 
eine sporadische Gelbfärbung des Kulturüberstandes bei Kultivierung auf 
methylotrophen Substraten beobachtet. Daher wurde Isolat E03.2 als neue Spezies der 
Gattung Methanosarcina mit dem Namen Methanosarcina flavescens sp. nov. Stamm 
E03.2T (latainisch: fla.ves´cens.; Adj. Flavescens, gelb werdend) vorgeschlagen (Kern et 
al., 2016b). 
  Ergebnisse 
Seite| 68 
Tabelle 13: Unterschiede zwischen Isolat E03.2 mit verwandten Arten der Gattung Methanosarcina.  
 Arten der Gattung Methanosarcina 








































Zellgröße (µm) Ø 1,0- 2,0 ND ND Ø 1,7- 2,1 Ø 0,5- 2,0 Ø 1,5- 2,0 Ø 2,0- 4,0 Ø 1,4- 2,9 
Gram-Färbung ND + - - + + - - 
Substrate 
Methanol + + + + + + + + 
H2 + CO2 + - - - + + + - 
Formiat - - - - - - - - 
Acetat + + - + + + + + 
Mono-/Di-
/Trimethylamin 




9,7 ± 0.6 h 
(Methanol) 







5,1 ± 0,3 h 
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Fortsetzung Tabelle 13: Unterschiede zwischen Isolat E03.2 mit verwandten Arten der Gattung Methanosarcina. 
 Arten der Gattung Methanosarcina 



















NaCl (M) ≤ 0,05 ≤ 0,05 0,4-0,6 0,2 0,1 < 0,2 0,05 0,1 
G + C Gehalt 43 mol% 42 mol% 41-43 mol% 41 mol% 36 mol% 39-44 mol% 39 mol% 41,4 mol% 
GGDC* 100% 51,3% 22,3% 22,6% 26,2% 25,8% ND 22,9% 
+, positiv oder gutes Wachstums; -, negativ oder kein Wachstum; ND, keine verfügbaren Daten.  
*: Genome-to-Genome Distance Calculator (GGDC) der DSMZ (http://ggdc.dsmz.de) 
1: E03.2T; 2: M. thermophila TM-1T (Zinder et al., 1985); 3: M. siciliae TA/MT (Elberson & Sowers, 1997); 4: M. acetivorans C2AT (Sowers et al., 
1984); 5: M. vacuolata Z-761T (Zhilina & Zavarzin, 1987); 6: M. barkeri MST (Maestrojuan & Boone, 1991); 7: M. spelaei MC-15T (Ganzert et al., 
2014); 8: M. horonobensis HB-1T (Shimizu et al., 2011). 
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in anderen Studien als oftmals abundante Spezies in NawaRo-Biogasreaktoren 
identifiziert (Stolze et al., 2015). Ebenfalls bestätigen Metagenomanalysen M. bourgensis 
MS2T als abundanteste Spezies der methanogenen Archaeen im Untersuchungs-
zeitraum von Modellanlage 1 (Martin Fischer, Kiel, persönliche Mitteilung).  
 
Tabelle 14: Isolate der Gattung Methanoculleus. Mittels 16S rDNA und mcrA 
Sequenzabgleiche wurden die am nächsten verwandten Typstämme ermittelt (GenBank 
BLAST)*. 
Isolat Probe Zellmorphologie Nächster Verwandter 
Identität1 (Länge bp) 
16S rDNA* mcrA 
E02.3 BG(1) unregelmäßige 
Kokken (Ø ~1 µm) 
M. bourgensis MS2T 99% (1.395) 98% (1.065) 
E06.X BG(2) M. thermophilus CR-1T 99% (1.398) nv 
*: GenBank Referenznummern: HE964772 (M. bourgensis MS2T), NR028156 (M. thermophilus 
CR-1T).1: Angegeben sind gerundete, prozentuale Übereinstimmungen nach Sequenzabgleich. 
nv: Keine Sequenzinformationen verfügbar. 
 
3.2 Analyse der Methanbildung von Schlammproben 
kommerzieller Biogasanlagen 
3.2.1 Etablierung eines Testsystems zur Analyse der Methanbildung 
Um den Einfluss verschiedener Substrate der Methanogenese auf die Methanbildung von 
Biogasanlagen analysieren zu können, war die Etablierung eines Testsystems 
notwendig. Die Analyse der Methanbildung erfolgte aus Schlammproben von drei 
kommerziellen Biogasanlagen (Modellanlage 1, Referenzanlagen 2 und 3). In Tabelle 15 
sind alle im Rahmen dieser Arbeit untersuchten Schlammproben zusammengefasst. 
Damit der analysierte Biogasreaktor möglichst praxisnah abgebildet werden konnte, 
wurde das Testsystem unter ähnlichen Bedingungen wie Modellanlage 1 betrieben. 
Entnahme und Versand der Schlammproben erfolgte durch Mitarbeiter der Bioreact 
GmbH (Thomas Fülling, Troisdorf, Deutschland) wobei sichergestellt wurde, dass die 
Proben innerhalb von 24 h im Labor eintrafen. Nach Umfüllen des Schlamms unter 
anaeroben Bedingungen, erfolgte die Lagerung in luftdicht verschlossenen dickwandigen 
Gefäßen bei 4°C. 
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Tabelle 15: Analysierte Proben untersuchter Biogasanlagen. Mit Ausnahme der Methanbildungsraten, wurden die gegebenen Parameter von 
Modellanlage 1 sowie der Referenzanlagen 2 (RA 2) und 3 (RA 3) durch die Bonalytic GmbH zur Verfügung gestellt. 







BG(01)1303 05.03.2013 2,0 7,9 0,18 3,14 78,3 2,2 4,0 75,7 35,6 
BG(02)1304 08.04.2013 1,6 8,0 0,18 3,23 70,4 3,3 4,1 73,1 34,1 
BG(03)1305 27.05.2013 2,3 8,0 0,17 2,98 65,6 4,8 3,7 80,4 34,2 
BG(04)1307 08.07.2013 2,2 8,0 0,18 4,38 78,4 11,6 4,0 78,5 40,7 
BG(05)1308 29.08.2013 ND 8,2 0,21 4,45 68,3 18,4 4,2 76,4 41,3 
BG(06)1310 21.10.2013 ND 8,0 0,25 5,76 105 30,2 4,0 79,5 50,6 
BG(07)1311 18.11.2013 2,0 8,3 0,20 5,12 92,6 18,2 4,0 78,9 48,0 
BG(08)1401 06.01.2014 2,3 8,1 0,21 4,90 79,6 15,5 3,8 76,1 44,7 
BG(09)1401 21.01.2014 2,7 8,1 0,22 4,67 79,7 18,4 4,1 76,1 44,7 
BG(10)1402 21.02.2014 1,9 8,1 0,21 4,07 82,5 13,8 4,1 79,6 44,9 
BG(11)1403 20.03.2014 2,3 8,0 0,23 3,74 88,5 14,8 4,1 77,5 38,5 
BG(12)1404 23.04.2014 1,0 8,0 0,18 3,37 66,7 3,3 3,6 84,8 36,6 
BG(13)1406 05.06.2014 ND 8,2 0,20 3,86 67,4 2,9 4,0 79,0 41,9 
BG(14)1406 17.06.2014 1,6 8,1 0,18 4,00 76,8 5,2 4,0 79,0 41,9 
BG(15)1407 17.07.2014 ND 7,9 0,21 3,04 77,7 7,1 4,5 72,2 34,6 
BG(16)1408 21.08.2014 2,0 7,8 0,21 2,87 71,5 5,9 4,7 71,7 31,4 
BG(17)1409 18.09.2014 ND 7,8 0,24 2,66 69,1 11,7 4,4 76,0 29,9 
BG(18)1501 08.01.2015 1,7 7,9 0,20 3,05 72,0 2,5 3,9 78,4 32,8 
BG(19)1502 09.02.2015 1,8 7,9 0,19 3,06 68,8 4,0 4,0 84,3 32,5 




A2(01)14110 05.11.2014 2,2 8,1 0,20 4,28 87,9 6,4 4,4 71,4 41,5 
A2(02)15012 21.01.2015 1,2 8,1 0,18 4,54 87,4 4,0 3,8 86,2 43,9 




A3(01)14112 19.11.2014 3,0 7,5 0,26 0,92 65,3 2,5 7,9 27,5 17,4 
A3(02)15020 04.02.2015 2,0 7,5 0,24 1,49 65,9 7,6 6,5 40,2 21,9 
A3(03)15052 19.05.2015 2,6 7,5 0,26 1,33 72,4 5,3 5,9 35,9 19,1 
ND: Wert wurde nicht bestimmt; a: Methanbildungsrate (µmol g-1 h-1); b: Ammoniumkonzentration (g l-1); c: organische Trockensubstanz (g kg-1); 
d: Acetatkonzentration (mM); e: Raumbelastung (kgoTS m-3 d-1); f: hydraulische Verweilzeit (d); g: elektrische Leitfähigkeit (mS cm-1). 
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Aus praktischen Gründen wurden alle weiteren Experimente daher mit 10 g Schlamm 
durchgeführt. Der pH-Wert des Schlamms wurde vor und nach der Inkubation innerhalb 
des gewählten Messfensters bestimmt und blieb bei ca. 8,0 konstant (entspricht pH-Wert 
der Modellanlage 1).  
 
Um Aussagen über die Haltbarkeit der Schlammproben treffen zu können, wurde die 
Methanbildungsrate des Schlamms nach unterschiedlicher Lagerungsdauer analysiert 
(Abbildung 19 B). Bereits nach fünf Tagen Lagerung bei 4°C (Schlammprobe 
Modellanlage 1, Januar, 2014), konnte eine Abnahme der Methanbildungsrate um ca. 
20% nachgewiesen werden. Nach 15 Tagen Lagerung war ein Abfall der Rate um 50% 
zu beobachten und nach 29 Tagen war keine Methanbildungsaktivität mehr nachweisbar. 
Es ließ sich ein linearer Abfall der Methanbildungsrate von ca. 0,08 µmol g-1 h-1 pro Tag 
Lagerung ermitteln. Die Inaktivierung von Mikroorganismen während der Lagerung war 
vermutlich Grundlage dieses Effektes. Außerdem könnte die begrenzte Stabilität der 
durch den Betreiber der Biogasanlage zugefügten Prozesshilfsstoffe (z.B. 
Spurenelemente) eine weitere Erklärung für den Rückgang der Methanbildung während 
der Lagerung sein. Um die Bedingungen des kommerziellen Biogasreaktors möglichst 
exakt abzubilden, wurden alle Experimente mit frischen Schlammproben, die maximal 
drei Tage gelagert wurden, durchgeführt. Anhand der bestimmten Methanbildungsraten 
im Zeitraum von März 2013 bis April 2015 wurde eine durchschnittliche 
Methanbildungsrate von 2,0 ± 0,3 für Modellanlage 1 ermittelt (ausgenommen April 
2014). Der errechnete Wert entspricht der Methanbildungsrate der kommerziellen 
Biogasanlage, die 2,23 µmol g-1 h-1 beträgt (Refai et al., 2014a).  
 
Abbildung 20 zeigt die mit dem Testsystem bestimmten Methanbildungsraten von 
Schlammproben der Modellanlage 1 (im Zeitraum von März 2013 bis April 2015) im 
Vergleich zur Stromproduktion der Anlage (kWh h-1). Auffällig ist, dass die Methanbildung 
im April 2014 (1,0 ± 0,1 µmol g-1 h-1) deutlich von der durchschnittlichen 
Methanbildungsrate der Anlage abweicht. Außerdem nahm die Stromproduktion der 
Modellanlage 1 im April 2014 um über 30% im Vergleich zum Vormonat ab. Der 
Rückgang weist auf einen möglichen Störfall im April 2014 in der Modellanlage 1 hin. 
Außerdem fielen im genannten Monat der Rückgang der organischen Raumbelastung 
sowie des oTS-Wertes und ein Anstieg der Verweilzeit des Biogasreaktors auf, wobei die 
Acetatkonzentration deutlich abnahm (siehe Tabelle 15). Die anderen ermittelten 
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kommerzielle NawaRo-Biogasanlagen, die unter ähnlichen Bedingungen betrieben 
wurden. Die in den Monaten November 2014, Januar und Februar 2015 bestimmte 
durchschnittliche Methanbildungsrate von Referenzanlage 2 beträgt 
1,5 ± 0,4 µmol g-1 h-1. Anlage 3 wurde im November 2014, Februar und Mai 2015 beprobt 
und zeigte mit 2,6 ± 0,3 µmol g-1 h-1 die höchste durchschnittliche Methanbildungsrate im 
Vergleich zu den anderen Anlagen.  
Nach der Etablierung eines geeigneten Testsystems, mit dem die Methanbildung des 
Biogasreaktors unter Laborbedingungen abgebildet werden konnte, wurde der Einfluss 
verschiedener methanogener Substrate auf die Methanbildung untersucht, wodurch 
mögliche Engpässe im Biogasprozess identifiziert werden sollten. 
 
3.2.2 Einfluss von Wasserstoff auf die Methanbildung  
Die Analyse des Metagenoms zeigte, dass hydrogenotrophen Archaeen (insbesondere 
der Gattung Methanoculleus) die abundantesten methanogenen Archaeen in den 
untersuchten Schlammproben der Modellanlage 1 waren (Simon Güllert & Wolfgang 
Streit, Hamburg, persönliche Mitteilung). Ebenso bestätigen andere Studien die hohe 
Abundanz der Gattung Methanoculleus (Ordnung: Methanomicrobiales) in 
Biogasanlagen (Kröber et al., 2009; Maus et al., 2015; Stolze et al., 2015). Die 
Methanogenese ist der finale Schritt der Biogasproduktion und der einzige Schritt zur 
Produktion nennenswerter Mengen Methan.  
Der Einfluss von Wasserstoff auf die Methanbildung frischer Schlammproben wurde 
analysiert, indem unterschiedliche Mengen Wasserstoff in die Gasatmosphäre der 
Ansätze gegeben wurde. Als Kontrollen dienten Ansätze ohne Wasserstoff (lediglich 
N2/CO2) in der Gasatmosphäre. In allen untersuchten Schlammproben der 
Modellanlage 1 (März, April, Mai 2013, Februar, März, April 2014 und April 2015) wurde 
eine höhere Methanbildung nach Wasserstoffzugabe nachgewiesen als ohne 
Wasserstoffzugabe. Abbildung 21 A zeigt den physiologischen Zusammenhang 
zwischen der eingestellten Wasserstoffkonzentration der Gasphase im Testsystem und 
den dazu ermittelten Methanbildungsraten, wobei sich die Kurvenverläufe der 
Schlammproben vom April 2013 und Februar 2014 ähneln. Die Methanbildungsrate der 
Schlammprobe vom April 2013 ohne Wasserstoffzugabe war mit 1,4 µmol g-1 h-1 etwas 
geringer als die vom Februar 2014 (2,0 µmol g-1 h-1). Durch die Zugabe von 40% 
Wasserstoff zur Gasphase, wurde die Methanbildungsrate in beiden Monaten mehr als 
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eines anderen Probengefäßes zur Vergrößerung der Grenzfläche, lässt sich die 
Stimulierbarkeit der Methanbildungsrate durch Wasserstoff wahrscheinlich noch steigern.  
Zusätzlich zur Modellanlage 1 wurde die Wasserstoffstimulierung auch mit Proben der 
Referenzanlagen 2 und 3 gezeigt (Abbildung 21 C). Die Methanbildungsrate von 
Anlage 2 betrug ohne Zugabe von Wasserstoff 1,2 ± 0,1 µmol g-1 h-1. Durch Zugabe von 
25% Wasserstoff konnte die Rate um 141% gesteigert werden (auf 2,9 ± 0,3 µmol g-1 h-1). 
Mit Schlammproben von Anlage 3 (ohne Wasserstoff 2,6 ± 0,3 µmol g-1 h-) war nur eine 
Steigerung von 39% durch Wasserstoffzugabe möglich (auf 3,6 ± 0,2 µmol g-1 h-1). Die 
untersuchten Schlammproben der Referenzanlage 3 zeigten die geringste Stimulierung 
der Methanbildung durch Wasserstoffzugabe.  
In allen analysierten Schlammproben von den im Rahmen dieser Arbeit beprobten 
Biogasanlagen, konnte eine Stimulierung der Methanbildung durch Wasserstoff 
nachgewiesen werden. Außerdem wurde ein linearer, physiologisch plausibler 
Zusammenhang zwischen Erhöhung der Wasserstoffkonzentration und Steigerung der 
Methanbildungsrate festgestellt. Daraus lässt sich schlussfolgern, dass die 
hydrogenotrophe Methanogenese kein ratenlimitierender Schritt im Biogasprozess ist. 
Die Gesamtheit der hydrogenotrophen Methanogenen arbeitet nicht an ihrer 
„Kapazitätsgrenze“, sodass eine zusätzliche Verfügbarkeit von Wasserstoff zu einer 
Steigerung der Methanbildung führt.  
 
3.2.3 Einfluss methylotropher Substanzen auf die Methanbildung 
Die Fähigkeit zur Disproportionierung methylierter Verbindungen, z.B. von Methanol und 
Methylaminen zu Methan ist für Arten der Methanosarcinales schon lange bekannt. 
Besonders Arten der Gattung Methanosarcina besitzen eine Relevanz in den hier 
untersuchten Biogasreaktoren. Im Rahmen einer Amplikonsequenzierung (V3-V5 
hypervariable Regionen der 16S rDNA Sequenz) wurde die Gattung Methanosarcina 
(23%) beispielhaft in der Schlammprobe vom Mai 2013 hinter Methanoculleus (60%) als 
zweithäufigste archaeale Gattung identifiziert (Simon Güllert & Wolfgang Streit, Hamburg, 
persönliche Mitteilung). Die in Hamburg durchgeführten Analysen deuten auf 
Schwankungen der Abundanzen hin, da im März 2013 mit 6% Methanosarcina und 81% 
Methanoculleus deutlich weniger Sequenzen der Gattung Methanosarcina zugeordnet 
werden konnten (Simon Güllert & Wolfgang Streit, Hamburg, persönliche Mitteilung). 
Ebenso bestätigen Metagenomanalysen Methanosarcina als zweithäufigste Gattung 
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Methylamin) nur 1,3 ± 0,06 µmol g-1 h-1 (im Vergleich zur Negativkontrolle des 
Experimentes mit 0 mM Methanol) betrug.  
Aus den aufgeführten Befunden lässt sich schlussfolgern, dass entweder die 
methylotrophe Methanogenese an der Kapazitätsgrenze lief, oder jedoch die 
untersuchten methylotrophe Substanzen für die Methanbildung im Rahmen des 
Biogasprozesses keine relevante Rolle spielten, d.h. nicht in Methan umgesetzt wurden. 
 
Der Einfluss von Methanol (5-150 mM) und Methylamin (5-150 mM) wurde auch mit 
frischen Schlammproben vom April 2015 (Modellanlage 1) analysiert. Die Zugabe von 
5 mM Methanol hatte eine Zunahme der Methanbildung um 42% zur Folge 
(1,7 ±  0,1 µmol g-1 h-1 gegenüber: 1,2 ±  0,0 µmol g-1 h-1). Durch die Zugabe von 150 mM 
Methanol wurde die Rate sogar um 167% gesteigert (auf 3,2 ± 0,1 µmol g-1 h-1, Abbildung 
22 B). Während die Zugabe von Methanol zu Schlammproben vom April 2015 einen 
deutlich stimulierenden Effekt auf die Methanbildung zeigte, konnte durch Zugabe von 
Mono-Methylamin (5-150 mM) keinerlei Effekt nachgewiesen werden (Abbildung 22 B).  
Ein Grund für die nachgewiesene Stimulierung der Methanbildung durch Methanol im 
April 2014 könnte ein verändertes Verhältnis der Methanosarcina zu Methanoculleus 
Abundanzen sein. In der Schlammprobe vom Februar 2014 wurde ein 
Methanosarcina:Methanoculleus Verhältnis von 1:57 festgestellt (Juliane Theiss, Leipzig, 
persönliche Mitteilung). Im April 2015 betrug dieses Verhältnis dagegen 15:1, wobei sich 
die absolute Abundanz von Methanoculleus in den beiden Monaten nicht wesentlich 
unterschied (Juliane Theiss, Leipzig, persönliche Mitteilung). 
 
Die Messung der Methanbildung erfolgte innerhalb von 24 h nach Zugabe der 
methylotrophen Substanzen. Die Zugabe von Methanol führte zu einer unmittelbaren 
Stimulierung der Methanbildung, somit könnte es möglich sein, dass die vorhandenen 
methylotrophen Methanogenen bereits an Methanol als Substrat adaptiert waren. Die 
Zugabe von Methylamin zeigte dagegen keinen Effekt, da eine eventuelle Adaptation 
durch die Dauer des Experimentes nicht abgebildet werden konnte. Zusammenfassend 
deuten die genannten Befunde darauf hin, dass die methylotrophe Methanogenese im 
April 2015 nicht an ihrer „Kapazitätsgrenze“ lief und eine direkte Stimulierung der 
Methanbildung durch Methanol im Zusammenhang mit einer hohen Abundanz von 
Methanosarcina in der Modellanlage 1 stand. 
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Zusätze nach 24 h (Modellanlage 1: 36,0 ± 4,1 µmol g-1, Referenzanlage 2: 
28,8 ± 2,0 µmol g-1, Referenzanlage 3: 61,6 ± 7,4 µmol g-1). Die mögliche Steigerung der 
Methanbildung durch Methanolzugabe zeigt, dass die Zellen von Isolat E03.2 während 
der Behandlung und durch Zugabe zu frischen Schlammproben nicht inaktiviert wurden 
und weiterhin aktiv sind.  
Obwohl die verwendeten Zellen von Isolat E03.2 im Vorfeld mit Methanol als Substrat 
kultiviert wurden besteht die Möglichkeit, dass das in den autoklavierten Schlammproben 
vorhandene Acetat zur Methanogenese verwendet wird. Um dies zu überprüfen wurde 
zu inaktivierten Schlammproben der Referenzanlagen 2 und 3 neben Isolat E03.2 
zusätzlich Acetat (80 mM) hinzugefügt und die Methanbildung bestimmt. Die ermittelten 
Werte für die Anlagen 2 (1,5 ± 0,2 µmol g-1) und 3 (2,3 ± 0,3 µmol g-1) zeigten keine 
wesentlichen Abweichungen von den ohne Zugabe von Acetat ermittelten 
Methangehalten. Eine verstärkte acetiklastische Methanogenese durch Isolat E03.2 lässt 
sich in diesem Experiment wohl vernachlässigen. 
 
Die aufgeführten Ergebnisse legen die Anwesenheit von Methoxygruppen für die 
Methanogenese in allen der untersuchten Schlammproben nahe. Somit lässt sich 
schlussfolgern, dass die Zugabe von Methanol zu frischen Schlammproben ohne 
nachweisbare Stimulierung der Methanbildung wohl darauf zurückzuführen ist, dass die 
vorhandenen methylotrophen Methanogenen an ihrer Kapazitätsgrenze arbeiten. Im 
Falle der Gattung Methanosarcina kann die Kapazitätsgrenze dabei durch die 
Verfügbarkeit von Acetat (aceticlastische Methanogenese) oder der Verfügbarkeit von 
methylotrophen Substanzen erreicht worden sein. Als weitere Möglichkeit für die nicht 
nachweisbare Stimulierung der Methanbildung durch Methanol scheint plausibel, dass 
der methylotrophe Methanogenese-Weg, der auf Verwertung von Acetat eingestellten 
Methanosarcina spp., durch die Zugabe von Methanol nicht ausreichend induziert werden 
konnte.  
 
3.3 Enzymaktivitäten aus Extrakten frischer Schlammproben 
Die Etablierung eines Parameters zur schnellen Quantifizierung der metabolischen 
Aktivität im Biogasschlamm war ein Ziel dieser Arbeit. Es wurden Enzymaktivitäten 
quantifiziert, die zur Überwachung des Biogasprozesses dienen könnten und eventuelle 
Abweichungen vom Normalbetrieb anzeigen. F420 kommt fast ausschließlich in 
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dem Zellaufschluss durch Ultraschallbehandlung gemessen (1.219 ± 50 mU mg-1 
Protein), wobei es keine Rolle spiele, ob die Enzymreaktion bei Raumtemperatur oder 
40°C (Betriebstemperatur Biogasanlage; 1.187 ± 62 mU mg-1 Protein) durchgeführt 
wurde. Der Verzicht der Ultraschallbehandlung (mechanischer Aufschluss mit 
Glaskügelchen), führte zu deutlich geringeren Proteinkonzentrationen (unter 1,0 mg g-1 
Schlamm) und einer deutlich verringerten H2:BV OR-Aktivität (280 ± 1 mU mg-1 Protein). 
Durch die Ultraschallbehandlung wurden die Hydrogenasen also nicht zerstört, sondern 
der Zellaufschluss wesentlich unterstützt. Für die Ermittlung der genannten Daten wurde 
die Schlammprobe von November 2013 verwendet.  
Bereits die 5-tägige Lagerung der Schlammprobe (Modellanlage 1, Januar, 2014) hatte 
eine Abnahme der Gesamt-Hydrogenaseaktivität um ca. 50% zur Folge (Daten nicht 
gezeigt). Aus Gründen der Vergleichbarkeit wurden alle Enzymaktivitäten innerhalb von 
zwei Tagen nach Entnahme der entsprechenden Schlammprobe quantifiziert.  
 
Im Gegensatz zu BV können zwei Elektronen auf F420 übertragen werden, wobei sich das 
Absorptionsmaximum dabei von 420 nm auf 320 nm verschiebt (Eirich et al., 1978). Der 
Verlust der Absorption bei 420 nm und der damit verbundenen Fluoreszenz, wurde 
photometrisch verfolgt (Abbildung 26). Darauf basierend konnten F420-abhänige 
Hydrogenaseaktivitäten aus frischen Schlammproben quantifiziert werden. Die Abnahme 
der Absorption wurde für F420 an dessen isobestischen Punkt bei λ=401 nm bestimmt. 
Die Zunahme der Absorption bei λ=320 nm als Grundlage zur Berechnung der 
Enzymaktivität war schwächer und daher weniger für die Bestimmung der 
Enzymaktivitäten geeignet.  
Im analysierten Zeitraum (November 2013 bis Februar 2015) wurde in den 
Schlammproben der Modellanlage 1 eine durchschnittliche Gesamt-
Hydrogenaseaktivität von 940 ± 86 mU mg-1 Protein gemessen (ohne April 2014, 
Abbildung 27 A). Die Gesamt-Hydrogenaseaktivitäten waren im gemessenen Zeitraum 
stabil, nur im Monat April 2014 wurde mit 248 ± 167 mU mg-1 Protein eine deutlich 
geringere Aktivität in der Biogasschlammprobe quantifiziert. Die Stabilität der 
gemessenen Gesamt-Hydrogenaseaktivität sowie deren Abfall im April 2014 korreliert mit 
dem Verlauf der Methanbildung der jeweiligen Schlammproben (Abbildung 20 B).  
 
Zum Vergleich der gemessenen Gesamt-Hydrogenaseaktivitäten mit anderen 
Biogasanlagen, wurden auch Schlammproben der Referenzanlagen 2 (November 2014 
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Elektronenakzeptoren oftmals in höheren spezifischeren Aktivitäten resultieren als 
natürliche Elektronenakzeptoren (Abken et al., 1998; Jacobson et al., 1982).  
Wie bereits für die Methanbildung und Gesamt-Hydrogenaseaktivität, wurde auch in der 
Probe vom April 2014 ein deutlicher Rückgang der F420-abhängigen Hydrogenaseaktivität 
beobachtet (22 ± 31 mU mg-1 Protein), wobei die hohe Standardabweichung nur durch 
einen Wert der Dreifachbestimmung verursacht wurde, währen die beiden anderen Werte 
unterhalb der Nachweisgrenze lagen. Für Referenzanlage 2 wurde eine durchschnittliche 
F420-Hydrogenaseaktivität in Höhe von 28 mU mg-1 Protein (Januar 2015, Mai 2015) und 
für Anlage 3 eine Aktivität von 121 ± 13 mU mg-1 Protein ermittelt (Abbildung 27 B). Die 
Unterschiede im Vergleich zur Modellanlage 1 entsprechen auch denen der 
Methanbildung frischer Schlammproben und den ermittelten Gesamt-
Hydrogenaseaktivitäten.  
 
3.3.2 Formiat-Dehydrogenaseaktivität  
Die reversible Oxidation von Formiat, bei der zwei Elektronen auf einen 
Elektronenakzeptor übertragen werden können, ist unter aeroben (z.B. Methylosinus spp. 
und Pseudomonas spp.) sowie anaeroben Mikroorganismen weit verbreitet. Neben 
Bakterien und Archaeen kommen auch in Eukaryonten wie Hefen Formiat-
Dehydrogenasen vor. Mögliche Elektronenakzeptoren für Formiat-Dehydrogenasen sind 
u.a. Quinone, Falvine, Pyridine, Ferredoxine und 5-Deazaflavine (z.B. F420). (Ferry, 1990) 
Unter den methanogenen Archaeen können Hydrogenotrophe, wie z.B. M. formicicum 
und die meisten Methanococcus spp., statt H2 + CO2 auch Formiat als Energie- und 
Kohlenstoffquelle verwenden (Shuber et al., 1986). Dagegen ist die Nutzung von Formiat 
für bisher keinen bekannten Vertreter der Gattung Methanosarcina beschrieben.  
Die Formiat-Dehydrogenase (FDH) methanogener Archaeen katalysiert die reversible 
Oxidation von Formiat, wobei die Elektronen zur Reduktion von CO2 zu Methan 
verwendet werden und F420 als Elektronenakzeptor dient. Auch für Vertreter der Gattung 
Methanoculleus, die abundanteste Gattung der untersuchten Biogasanlagen, wurde 
Formiat als Wachstums- und Energiesubstrat beschrieben (Asakawa & Nagaoka, 2003; 
Maus et al., 2012). Als mögliche Parameter zur Kontrolle des Biogasprozesses wurden 
die Gesamt-FDH-Aktivität und die F420-äbhängige FDH-Aktivität in dieser Arbeit 
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Methanbildung nach Zugabe von 25% Wasserstoff. Die Wasserstoffzugabe führte in allen 
Schlammproben zu einem deutlichen Anstieg der Methanbildung, wobei dadurch die 
Methanbildung der Proben des Kontrollfermenters um mehr als das Vierfache gesteigert 
werden konnten.  Der „versauerte“ Fermenter ohne Erholung zeigte dagegen nur eine 
Verdopplung der Methanbildung. Die deutlich höhere Methanbildung des „versauerten“ 
Fermenters ohne Erholung im Vergleich zum Kontrollfermenter entspricht nicht dem 
Verlauf eines Störfalls, bei dem die Methanbildung normalerweise abnimmt. 
 
Die ermittelten Gesamt-Hydrogenaseaktivitäten zeigten geringfügige Unterschiede. 
Während in Schlammproben des Kontrollfermenters eine Gesamt-Hydrogenaseaktivität 
von 153 ± 1 mU mg-1 Protein nachgewiesen werden konnte, betrug die Aktivität im 
versauerten Fermenter 209 ± 9 mU mg-1 Protein (Abbildung 30 A). Die ermittelten F420-
abhängigen Hydrogenaseaktivitäten zeigten ebenfalls keine wesentlichen Unterschiede 
(Abbildung 30 B). Dagegen konnten deutlich erhöhte Gesamt- (455 ± 13 mU mg-1) und 
F420-abhängigen FDH-Aktivitäten (72 ± 9 mU mg-1) im Schlamm des versauerten 
Fermenter ohne Erholung im Vergleich zum Kontrollfermenter (250 ± 2 mU mg-1; 
19 ± 4 mU mg-1) nachgewiesen werden (Abbildung 30). Die F420-abhängige FDH-Aktivität 
in regeneriertem Biogasschlamm war im Vergleich zur Kontrolle ebenfalls noch deutlich 
erhöht (59 ± 2 mU mg-1 Abbildung 30 B).  
Da für acetiklastische Methanogene bisher keine F420-abhängigen FDH beschrieben 
wurden, kann angenommen werden, dass die FDH-Aktivität der hydrogenotrophen 
Methanogenen durch die „Versauerung“ deutlich erhöht wurde. Eine bessere 
Verfügbarkeit von Formiat im Schlamm nach Glukosezugabe könnte sich durch den 
Anstieg der gemischten Säuregärung erklären lassen. Diese Annahme wird durch den 
Nachweis einer erhöhten Formiatkonzentration im Schlamm des versauerten Fermenters 
im Vergleich zur Kontrolle gestützt (Dominik Montag, Konstanz, persönliche Mitteilung).  
 
Insgesamt lässt sich schlussfolgern, dass die Simulation einer Reaktorversauerung als 
Störfalls nicht sehr erfolgreich war. Es konnte zwar ein Anstieg der organischen Säuren 
durch die Zugabe von Glukose erzielt werden, jedoch stellte sich kein wesentlicher Abfall 
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Methanogenese lässt eine, wenn auch deutlich verringerte, Restaktivität der 
hydrogenotrophen Methanogenen vermuten. Im Gegensatz dazu ließ sich die 
Methanbildung der „schweren“ Hemmung nicht mehr mit Wasserstoff stimulieren.  
Die Gesamt-Hydrogenase- und -FDH-Aktivitäten waren in den Proben der Kontrolle 
(165 ± 6 mU mg-1; 362 ± 34 mU mg-1) am höchsten (Abbildung 32 A). Bereits die „leichte“ 
Hemmung resultierte in einem deutlichen Rückgang der Gesamt-Aktivitäten 
(37 ± 1 mU mg-1; 29 ± 3 mU mg-1). Für die „schwer“ gehemmten Proben wurde eine noch 
geringere Gesamt-Hydrogenaseaktivität (16 ± 1 mU mg-1) nachgewiesen, wobei keine 
Gesamt-FDH-Aktivität mehr nachweisbar war. Die F420-abhängige Hydrogenaseaktivität 
war in Proben des Kontrollfermenters am höchsten (13 ± 1 mU mg-1), wobei die Aktivität 
bei den Proben der leichten Hemmung wenn überhaupt nur leicht zurückging 
(10  mU mg-1; Abbildung 32 B). Diese Beobachtung steht möglicherweise im 
Zusammenhang mit der noch vorhandenen Stimulierung der Methanogenese durch 
Wasserstoffzugabe, d.h. einer geringen Restaktivität der hydrogenotrophen 
Methanogenese. Die Probe des „schwer“ gehemmten Fermenters wies dagegen 
praktisch keine nachweisbare Aktivität mehr auf. Reproduzierbare F420-abhängige FDH-
Aktivitäten konnten im Rahmen des Versuchs zur Ammonium-Vergiftung nicht 
nachgewiesen werden.  
 




4.1 Isolierung methanogener Archaeen und deren Rolle als 
Schlüsselorganismen im Biogasprozess 
Die biogene Bildung von Methan und CO2 aus komplexen organischen Material findet in 
natürlichen, anoxischen Umgebungen wie beispielsweise Sedimenten, Sümpfen, 
Reisfeldern, im Verdauungstrakt von Tieren und Menschen sowie in künstlich 
geschaffenen Umgebungen wie Abwasseraufbereitungs- und Biogasanlagen statt 
(Keppler et al., 2016; Schink, 1997). Im Vergleich zu aeroben oder anderen anaeroben 
Atmungsprozessen ist der anaerobe Abbau von Biomasse zu Methan für die beteiligten 
Organismengruppen der am wenigsten exergonische Prozess, d.h. die Energieausbeute 
für die einzelnen Mikroorganismengruppen ist äußerst gering (Schink, 1997). Methan als 
Endprodukt des anaeroben Biomasseabbaus enthält noch einen Großteil der Energie, 
die im aeroben Biomasseabbau verfügbar wäre, deshalb besitzt Methan eine wesentliche 
Bedeutung zur Energiegewinnung durch Verbrennung. In Biogasanlagen stellt Methan 
das wichtigste Produkt zur Erzeugung regenerativer Energie dar.  
Die geringe Energieverfügbarkeit im anaeroben Biomasseabbau macht eine sehr 
effiziente Zusammenarbeit der beteiligten Mikroorganismen und die Bildung komplexer 
Biofilme notwendig. Als Beispiel dafür sei die syntrophische Kooperation aus Fettsäure- 
oder Alkohol-oxidierenden Bakterien und hydrogenotrophen Methanogenen genannt, 
wobei keiner der beiden Partner allein zur eigenen metabolischen Aktivität in der Lage 
wäre (McInerney et al., 1979). Trägermaterialien zur Unterstützung der Bildung und 
Aufrechterhaltung von Biofilmen werden bereits erfolgreich in der Abwasserreinigung 
eingesetzt, spielen in Biogasreaktoren bisher jedoch keine große Rolle, obwohl ihre 
Eignung zur Steigerung der Methanproduktion bereits nachgewiesen werden konnte 
(Langer et al., 2014).  
Die Zusammensetzung der im Biogasprozess involvierten mikrobiellen Lebens-
gemeinschaften wird wesentlich von Art und Beschaffenheit der in den Biogasreaktor 
eingebrachten Substrate sowie verschiedener Prozessparameter (u.a. pH-Wert, 
Temperatur, Raumbelastung, hydraulische Verweilzeit) beeinflusst und ist somit nicht 
statisch. Wird die Diversität der Bakteriengemeinschaften mit der Population 
methanogener Archaeen im Biogasreaktor verglichen ist auffällig, dass letztere eine 
deutlich geringere Komplexität aufweist (Lucas et al., 2015; Solli et al., 2014; Stolze et 
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al., 2015). Die vergleichsweise geringe Diversität methanogener Archaeen lässt sich 
durch ihr enges Substratspektrum, hauptsächlich H2 + CO2, Acetat und methylierte 
Substanzen, erklären.  
Die Methanogenese ist der terminale Schritt im Biogasprozess und von hoher 
wissenschaftlicher Relevanz, da es sich um den einzigen Prozess zur Methanbildung 
handelt. In NawaRo-Biogasanlagen, die auch im Rahmen dieser Arbeit analysiert 
wurden, dominieren oftmals Vertreter der Ordnungen Methanobacteriales und 
Methanomicrobiales, welche den hydrogenotrophen Weg zur Methanogenese nutzen 
(Kröber et al., 2009; Nettmann et al., 2008; Nettmann et al., 2010; Regueiro et al., 2012). 
Die Gattung Methanoculleus ist besonders hervorzuheben, da M. bourgensis als 
abundantester Methanogener in vielen, besonders mit Maissilage und Gülle betriebenen, 
Biogasreaktoren bekannt ist (Jaenicke et al., 2011; Kröber et al., 2009). Basierend auf 
Abundanzen der 16S rDNA Sequenzen (aus Metagenomanalysen) konnte M. bourgensis 
auch in der hier analysierten Modellanlage als abundantester Methanogener identifiziert 
werden (Martin Fischer, Kiel, persönliche Mitteilung). Im Rahmen der Isolierung 
methanogener Archaeen aus Schlammproben der Biogasanlage, gelang es mit 
M. bourgensis einen „Schlüsselorganismus“ der Methanogenese anzureichern und in 
Reinkultur zu kultivieren. Die gewählten Bedingungen der Anreicherung forcierten nicht 
das Wachstum von M. bourgensis, weil Vertreter der Gattung Methanobacterium und 
Methanosarcina wesentlich häufiger angereichert wurden. Die Anzahl der isolierten 
Spezies ist abhängig vom jeweiligen Kultivierungsregime und lässt somit keine 
Rückschlüsse auf deren Abundanzen im Biogasprozess zu. 
 
Die höhere Dominanz von M. bourgensis im Vergleich zu anderen Methanogenen lassen 
spezielle Anpassungen der Art an die Bedingungen im NawaRo-Biogasreaktor vermuten. 
Durch Sequenzierung und Annotation der Genomsequenz von M. bourgensis wurde 
kürzlich das Fehlen von Ammoniumtransportproteinen gezeigt, was auf eine erhöhte 
Ammoniumtoleranz hindeuten kann (Maus et al., 2015; Maus et al., 2012). 
Veränderungen der Substratzusammensetzung sowie eine erhöhte Raumbelastung 
können in Biogasreaktoren zu steigenden Ammoniumkonzentrationen führen, die das 
Wachstum von methanogenen Archaeen inhibieren (Zhang et al., 2014). Außerdem 
wurden im Genom von M. bourgensis Gene zur Produktion von osmotisch aktiven 
Substanzen identifiziert, die Anpassungen an schwankende osmotische Konzentrationen 
im Biogasreaktor annehmen lassen (Maus et al., 2015).  
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Mit M. thermophilus wurde eine zweite Art der Gattung Methanoculleus isoliert. Für den 
Typstamm der Art  ist ein Temperaturoptimum um 55°C charakteristisch (Rivard & Smith, 
1982; Spring et al., 2005). Es kann angenommen werden, dass M. thermophilus in 
thermophil betriebenen Biogasreaktoren von größerer Relevanz ist als in dem hier 
untersuchten mesophilen Reaktor. Zum aktuellen Zeitpunkt wurde noch kein 
M. thermophilus-Stamm, der aus einem Biogasreaktor isoliert wurde, näher 
charakterisiert. M. marisnigri ist eine weitere Art der Gattung Methanoculleus, die bereits 
als abundante methanogene Spezies in einem NawaRo-Biogasreaktor nachgewiesen 
wurde (Wirth et al., 2012). Für M. marisnigri wurde ein Temperaturoptimum zwischen 
20-25°C beschrieben (Anderson et al., 2009; Romesser et al., 1979). Obwohl 
M. marisnigri aus dem untersuchten Biogasreaktor nicht isoliert wurde, könnten alle 
genannten Methanoculleus spp. gemeinsam im Reaktor vorkommen. Die 
Betriebstemperatur der untersuchten Anlage entspricht dem Temperaturoptimum von 
M. bourgensis und könnte ein Grund für die deutlich höhere Abundanz der Art im 
Vergleich zu M. thermophilus und M. marisnigri sein.  
 
Wie alle bekannten Methanoculleus spp. nutzen die Vertreter der Gattung 
Methanobacterium ebenfalls den hydrogenotrophen Weg der Methanogenese zur 
Konservierung von Energie. Die durchgeführten Anreicherungen zeigten das Vorkommen 
von mindestens zwei M. formicicum Stämmen und mit Isolat E09F.3 einer bis zu diesem 
Zeitpunkt unbekannten Art der Gattung Methanobacterium in der untersuchten 
Biogasanlage, wobei beide Gattungen nicht sehr abundant sind (Martin Fischer, Kiel, 
persönliche Mitteilung; Metagenomanalyse). Das Vorkommen und die Isolierung von 
M. formicicum Stämmen aus Schlammproben landwirtschaftlicher Biogasanlagen wurde 
bereits detailliert beschrieben (Stantscheff et al., 2014). Isolat E09F.3 wurde im Rahmen 
dieser Arbeit ausführlich charakterisiert und als eigenständige Art mit der Bezeichnung 
M. aggregans beschrieben (Kern et al., 2015). 
Gründe für die geringe Abundanz der Gattung Methanobacterium liegen wahrscheinlich 
in fehlenden Anpassungen an die Bedingungen des Biogasreaktors. Physiologisch zeigte 
sich M. aggregans wenig robust gegenüber NaCl und Ammonium im Medium, sodass 
eine Hemmung durch Schwankungen der Salz- und Ammoniumkonzentration im 
Biogasreaktor denkbar wäre. Bei M. formicicum führen Ammoniumkonzentrationen über 
0,5 g l-1 zum Rückgang des Wachstums in Reinkultur (Hajarnis & Ranade, 1994). Im 
Gegensatz zu M. bourgensis konnten zwei Ammoniumtransporter und das nif-Operon 
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(Gene zur Stickstofffixierung) im Genom eines aus dem Pansen von Kühen isolierten 
M. formicicum Stamms identifiziert werden (Kelly et al., 2014). Die Betrachtungen lassen 
eine ungenügende Anpassung besonders gegenüber Ammoniumstress als einen 
möglichen Grund für die untergeordnete Rolle der isolierten Methanobacterium spp. in 
der untersuchten Biogasanlage plausibel erscheinen.  
 
Das multizelluläre Wachstum von M. aggregans in Aggregaten könnte eine Anpassung 
an das Wachstum in Biofilmen sein. Biofilme bestehen hauptsächlich aus einer durch 
Mikroorganismen sezernierten extrazellulären, polymeren Matrix mit darin 
„eingebetteten“ komplex strukturierten mikrobiellen Gemeinschaften und besitzen u.a. 
eine hohe Relevanz im anaeroben Biomasseabbau sowie bei der Entstehung vieler 
bakterieller Infektionen (Costerton et al., 1999; Costerton et al., 1994). Das Wachstum in 
Biofilmen ist für den Elektronenaustausch mittels Wasserstoff im Rahmen syntrophischer 
Wechselwirkungen ein Selektionsvorteil (Batstone et al., 2006). Außerdem sind 
multizelluläre Strukturen weniger anfällig gegenüber äußeren biotischen und abiotischen 
Umweltfaktoren wie z.B. Phagen und Antibiotika (Costerton et al., 1999). Durch die 
Isolierung von M. bourgensis- und M. formicicum-infizierenden Archaeaophagen, konnte 
ihr Vorkommen in der untersuchten Modellanlage bereits nachgewiesen werden (Sandro 
Wolf & Michael Rother, unveröffentlicht). 
M. aggregans wuchs im Rahmen dieser Arbeit unter allen Kultivierungsbedingungen in 
großen, stabilen multizellulären Aggregaten und besitzt damit morphologisch eine 
Sonderstellung innerhalb der Gattung Methanobacterium, für die bisher nur die Tendenz 
zum Wachstum in Filamenten und kleinen Zellaggregaten beschrieben wurde (Kern et 
al., 2015). Das multizelluläre Wachstum ist unter den methanogenen Archaeen 
besonders für nicht-marine Spezies der Gattung Methanosarcina typisch. Die 
Aggregation  der Zellen wird bei Methanosarcina u.a. durch die Bildung einer 
Heteropolysaccharid-Schicht möglich, die auch zur Interaktion mit anderen 
Mikroorganismen beitragen kann (Kreisl & Kandler, 1986; Tatton et al., 1989). In einem 
Reaktor zur Abwasserreinigung wurde die Bildung von Biofilmen bereits näher 
untersucht, dabei traten Vertreter der Gattung Methanosarcina als erste acetiklastische 
Methanogene in dichten Aggregaten auf (Fernandez et al., 2008). Insgesamt erscheint 
das multizelluläre Wachstum von methanogenen Archaeen im Hinblick auf eine 
Anpassung an die Bedingungen in Biofilmen plausibel. Obgleich sich der Großteil der 
Mikroorganismen nicht oder nur schwer aus Biofilmen isolieren lässt, gelang mit 
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M. aggregans und M. flavescens die Isolierung von zumindest potentiell in Biofilmen 
vorkommenden methanogenen Archaeen (Wimpenny et al., 2000).  
M. congolense, die mit M. aggregans am nächsten verwandte Spezies, konnte kürzlich 
in Biofilmen der menschlichen Mundhöhle im Zusammenhang mit Peridontal-
erkrankungen nachgewiesen werden (Matarazzo et al., 2011). Bis zu 12% der anaeroben 
Mikroorganismen im menschlichen Verdauungstrakt können methanogenen Archaeen 
sein, außerdem wurden sie neben ihrem Vorkommen in der Mundhöhle und im 
Urogenitaltrakt auch in humanen Hautabstrichen nachgewiesen (Conway de Macario & 
Macario, 2009; Probst et al., 2013). Über die Rolle methanogener Archaeen im 
menschlichen Mikrobiom kann aktuell nur spekuliert werden, aber es ist vorstellbar, dass 
M. aggregans auch im menschlichen Körper vorkommt.  
 
Hydrogenotrophe Methanogene als Wasserstoff-Konsumenten halten den Wasserstoff-
Partialdruck im Reaktor niedrig, was eine wichtige Voraussetzung für den anaeroben 
Abbau von Fettsäuren (besonders Propionat, Butyrat, Acetat) und Alkoholen (besonders 
Ethanol) durch Bakterien darstellt (Ahring & Westermann, 1988; Schink, 1997; Stams, 
1994). Eine Störung des Fettsäureabbaus kann zur Akkumulation organischer Säuren 
führen, die wiederrum zu einem Abfall des pH-Wertes mit der damit einhergehenden 
Versauerung des Biogasreaktors beitragen (Nielsen et al., 2007). In der Praxis besteht 
die Gefahr der Reaktorversauerung, die zu einem Rückgang der Methanbildung führt, oft 
nach Erhöhung der Raumbelastung (Nielsen et al., 2007).  
Es wird spekuliert, dass die metabolische Aktivität der syntrophen Fettsäure-oxidierenden 
Bakterien im Biogasprozess limitierend wirkt, da die Zugabe von Butyrat bzw. Propionat 
zu frischen Schlammproben nicht zur Erhöhung der Methanproduktion beitragen (Refai 
et al., 2014a). Im Gegensatz dazu lassen die in dieser Arbeit erbrachten Ergebnisse den 
Schluss zu, dass die hydrogenotrophe Methanogenese kein Raten-limitierender Schritt 
im Biogasprozess ist, sondern die Verfügbarkeit von Wasserstoff der limitierender Faktor 
der hydrogenotrophen Methanogenese ist. Es konnte ein physiologischer 
Zusammenhang zwischen der in der Gasphase des Testsystems eingestellten 
Wasserstoffkonzentration und den ermittelten Methanbildungsraten nachgewiesen 
werden. Mit Schlammproben von allen beprobten NawaRo-Biogasanlagen war die 
Steigerung der Methanbildung durch Zugabe von Wasserstoff möglich.  
Refai et al. konnten in ihrer Studie mit Wasserstoff keinen Effekt auf die Methanbildung 
frischer Schlammproben beobachten (Refai et al., 2014a). In der Literatur finden sich 
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allerdings weitere Hinweise darauf, dass zusätzlicher Wasserstoff zur Steigerung der 
Methanbildung in Biogasreaktoren beitragen kann. Eine Erhöhung der Methanbildung 
durch kontinuierliche Zugabe von Wasserstoff, wurde bereits in einem thermophilen 
Laborfermenter erreicht (Luo & Angelidaki, 2013). Eine aktuelle Studie zeigt außerdem, 
dass die maximale Kapazität der Wasserstoffproduktion in einem NawaRo-Biogasreaktor 
nicht von der metabolischen Kapazität der hydrogenotrophen Methanogenese 
überschritten wird (Montag & Schink, 2015). Insgesamt kann angenommen werden, dass 
eine Erhöhung der Freisetzung von Wasserstoff beispielsweise innerhalb primärer bzw. 
sekundärer Gärungsvorgänge zur Steigerung der Methanbildung in Biogasanlagen führt. 
Auch die Zugabe von Wasserstoff-produzierenden Bakterien u.a. zu Abwasserschlamm 
und Schweinegülle resultiert in der Erhöhung der Methanbildung (Bagi et al., 2007). Die 
im Rahmen dieser Arbeit gewonnen Erkenntnisse, lassen eine generelle Übertragbarkeit 
der Ergebnisse auf kommerzielle NawaRo-Biogasanlagen mit Maissilage als 
Hauptsubstrat vermuten. Die Experimente wurden über einen Zeitraum von 24 h 
durchgeführt, über langfristige Auswirkungen einer Wasserstoffzugabe auf den 
Biogasprozess kann daher nur spekuliert werden. Es ist denkbar, dass eine langfristige 
Wasserstoffzugabe zur Hemmung der Fettsäure-  und Alkohol-oxidierenden syntrophen 
Bakterien durch Erhöhung des Wasserstoff-Partialdruckes führen würde. Die Erhöhung 
der Methanbildung durch Wasserstoffzugabe ist ein Hinweis darauf, dass eine 
Optimierung der untersuchten NawaRo-Biogasanlagen besonders mit Fokus auf die 
hydrogenotrophe Methanogenese möglich ist.   
 
Die acetiklastische Methanogenese, d.h. die Energiekonservierung durch Verwertung 
von Acetat, ist ebenfalls eine wichtig Reaktion zur Bildung von Methan. Es wurde bereits 
eine durch veränderte Substratzugabe hervorgerufene indirekte Erhöhung der 
Acetatkonzentration im Biogasreaktor mit anschließender Steigerung der Methanbildung 
beobachtet (Lv et al., 2014). Außerdem ist die Erhöhung der Methanbildung in Folge der 
direkten Acetatzugabe bereits in der Literatur beschrieben und lässt somit die 
Schlussfolgerung zu, dass neben der hydrogenotrophen auch die acetiklastische 
Methanogenese kein limitierender Schritt im Biogasprozess ist (Pind et al., 2003; Refai 
et al., 2014a).  
 
Neben den hydrogenotrophen Methanogenen sind nur wenige methanogene Archaeen 
bekannt, welche die Verwertung von Essigsäure zur Energiekonservierung nutzen. Alle 
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bekannten acetiklastischen Methanogenen gehören zu den Gattungen Methanosarcina 
und Methanosaeta. Methanosarcina stellt neben Methanoculleus die abundanteste 
Gattung der Archaeen in der untersuchten Biogasanlage dar (Martin Fischer, Kiel, 
persönliche Mitteilung). In Biogasanlagen wurde Methanosarcina als abundante Gattung 
bereits mehrfach nachgewiesen (De Vrieze et al., 2012; Illmer et al., 2014; Theuerl et al., 
2015; Yu et al., 2014). Die Isolierung und Charakterisierung im Biogasprozess relevanter 
Arten der Gattung Methanosarcina kann zu einem besseren Verständnis der 
Prozessabläufe beitragen und ist eine Möglichkeit zur Identifizierung von 
Indikatororganismen zur Überwachung des Biogasprozesses. Beispielsweise wurde das 
verstärkte Auftreten von M. thermophila-verwandten Methanogenen im Zusammenhang 
mit der Versauerung von Laborreaktoren beobachtet (Kampmann et al., 2014). Durch 
ihre im Vergleich zu Methanosaeta robusteren Eigenschaften und die Fähigkeit zur 
Acetatverwertung sind Methanosarcina spp. auch als Inokulum für gestörte 
Biogasreaktoren (beispielsweise Versauerung) mit dem Ziel der Regenerierung denkbar 
(De Vrieze et al., 2012; Lins et al., 2014). 
 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden mit M. mazei und M. flavescens zwei verschiedene 
Arten der Gattung Methanosarcina isoliert und in Reinkultur kultiviert, besonders letztere 
wurde ausführlich charakterisiert und als neue Spezies abgegrenzt (Kern et al., 2016b). 
Mit M. flavescens E03.2T gelang erstmalig die Beschreibung eines Isolates der Gattung 
Methanosarcina, das aus frischen Schlammproben eines kommerziellen, mesophil 
betriebenen, landwirtschaftlichen Biogasreaktors isoliert wurde. Die am nächsten 
verwandte Spezies M. thermophila stammt aus einem thermophilen Laborreaktor (Zinder 
& Mah, 1979). Während der Typstamm von M. thermophila nur Acetat und methylierte 
Substanzen zur Konservierung von Energie nutzen kann, wächst M. flavescens auch 
autotroph, d.h. mit H2 + CO2 als Energiesubstrat. Durch sein breiteres Substratspektrum 
besitzt M. flavescens eine höhere Flexibilität besonders im Hinblick auf sinkende 
Acetatkonzentrationen im Biogasreaktor. M. flavescens wächst bei einer Temperatur von 
20°C bis 55°C und ist mit einem Temperaturoptimum von 45°C sehr gut an mesophil 
betriebene Biogasanlagen angepasst. Da Biogasreaktoren von der Außentemperatur 
beeinflusst werden, sind Temperaturschwankungen nicht ungewöhnlich. Daher kann 
auch die Toleranz erhöhter Temperaturen für methanogene Archaeen im Biogasreaktor 
von Vorteil sein. Wie auch M. thermophila, wächst M. flavescens bei Temperaturen über 
50°C, außerdem konnten Gene der Hitzeschockproteine Hsp70 (Dank-DnaJ-GrpE-
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System) und Hsp 60 (GroEL) im Genom von M. flavescens identifiziert werden. Unter den 
methanogenen Archaeen sind Hitzeschockproteine insbesondere bei Vertretern der 
Gattung Methanosarcina verbreitet und ihre Anwesenheit bei M. mazei S-6 und 
M. barkeri resultiert in einer höheren Toleranz gegenüber Hitzeschocks sowieso 
gegenüber Veränderungen der Salz- und Ammoniumkonzentration (Macario et al., 1999; 
Zhang et al., 2006). Aufgrund seiner Temperaturtoleranz und der Anwesenheit von 
Hitzeschockproteinen, ist das Vorkommen von M. flavescens E03.2 auch in 
Biogasreaktoren mit einer Betriebstemperatur über 40°C anzunehmen. Dagegen wächst 
M. mazei nur bis zu einer Temperatur von 40°C und zeigt kein Wachstum über 50°C mehr 
(Mah, 1980). Besonders im Vergleich zu M. aggregans scheint das M. flavescens Isolat 
E03.2 besser an den leicht basischen pH-Wert der untersuchten Biogasanlage angepasst 
zu sein. Während M. aggregans bei pH 8,0 nicht mehr wuchs, konnte für M. flavescens 
noch ein vergleichsweise gutes Wachstum bei pH-Werten zwischen 7 und 8 
nachgewiesen werden. 
 
Eine Besonderheit von M. flavescens E03.2 ist das stabile Wachstum in großen 
Zellaggregaten auch bei höheren Osmolaritäten. Das Wachstum in multizellulären 
Zellaggregaten ist innerhalb der Gattung Methanosarcina weit verbreitet und wird durch 
die Bildung einer Heteropolysaccharid-Schicht ermöglicht, die mindestens eine 
Zellschicht Methanochondroitin enthält (Kendall & Boone, 2006; Kreisl & Kandler, 1986; 
Milkevych et al., 2015). Es konnte bereits gezeigt werden, dass die Erhöhung der 
Salzkonzentration im Kulturmedium zur Disaggregation der Zellaggregate führt, die 
wahrscheinlich auf den Rückgang der Methanochondroitinschicht zurückzuführen ist 
(Sowers & Gunsalus, 1988; Sowers et al., 1993). Wie bereits für das auffällige Wachstum 
von M. aggregans in Zellaggregaten diskutiert, erscheint auch das deutlich stabilere 
multizelluläre Wachstum von M. flavescens im Vergleich zu anderen 
Methanosarcina spp. als Anpassung an die Verhältnisse im Biogasreaktor (bzw. an das 
Wachstum in Biofilmen) plausibel.  
 
Eine weitere Besonderheit von M. flavescens ist die beobachtete intensive Gelbfärbung 
der Zellaggregate beim Wachstum auf Methanol. Damit einhergehend war sporadisch 
auch eine gelbliche Färbung des Kulturüberstandes sichtbar, die bisher nicht für 
Methanosarcina spp. beobachtet wurde und wahrscheinlich auf der Sekretion von 
Substanzen durch die Zellen beruht. Die Bildung eines gelben Pigmentes durch 
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Mikroorganismen kann ein Schutz vor UV-Strahlung sein (Hassan & Mathesius, 2012; 
Oren & Gunde-Cimerman, 2007). Für anaerobe Mikroorganismen, in deren Habitaten 
Licht im Regelfall nicht vorkommt, erscheint die Bildung von Schutzpigmenten allerdings 
nicht notwendig. Der Einfluss der UV-Strahlung auf das Wachstum von M. aggregans 
wurde zwar nicht direkt untersucht, jedoch konnte eine Inhibierung des Wachstums durch 
unterschiedliche Lichtintensitäten nachgewiesen werden. Die erhaltenen Ergebnisse 
bestätigen die Lichtsensitivität methanogener Archaeen, die schon in früheren Studien 
analysiert wurde (Olson et al., 1991).  
Während der Inkubation mit unterschiedlichen Lichtintensitäten änderte sich die 
Gelbfärbung der Aggregate nicht und auch die Variation von Temperatur, 
Salzkonzentration und pH-Wert führten zu keinem beobachtbaren Effekt auf die Färbung. 
Da es nicht ausgeschlossen ist, dass die Gelbfärbung durch Verwendung von 
Bestandteilen der Vitaminstammlösung als biosynthetische Vorläufiger des möglichen 
Pigmentes, hervorgerufen wurde, könnte die Veränderung der Vitaminkonzentration 
weitere Erkenntnisse erbringen. Eine Rolle des Pigments in der Hemmung anderer 
Mikroorganismen erscheint unwahrscheinlich, da im Rahmen dieser Arbeit keinerlei 
antibiotische Wirkung des Kulturüberstandes nachgewiesen werden konnte. 
 
Der gelbliche, zellfreie Kulturüberstand wies im oxidierten Zustand Absorptionsmaxima 
bei 230 sowie 341 nm auf und zeigte auch eine Absorption zwischen 250 und 300 nm, 
daher handelt es sich wahrscheinlich nicht um F420 oder F430, die im oxidierten Zustand 
Absorptionsmaxima bei 420 bzw. 430 nm aufweisen. Eine weitere gelbe Substanz wurde 
aus Zellen von M. mazei Gö1 extrahiert. Die Substanz wurde während der Extraktion als 
„gelbliches Öl“ beschrieben und als Methanophenazin bezeichnet (Abken et al., 1998). 
Methanophenazin kann von der F420H2-Dehydrogenase reduziert werden und besitzt eine 
wichtige Funktion im membranständigen Elektronentransport von M. mazei Gö1, indem 
es Ubichinon in der Elektronentransportkette ersetzt (Bäumer et al., 2000). 
Methanophenazin besitzt im oxidierten Zustand Absorptionsmaxima bei 250 und 365 nm, 
außerdem wurden Absorptionen bei 300, 330 und 400 nm beschrieben (Abken et al., 
1998). Somit ähnelt das beschriebene Absorptionsspektrum von Methanophenazin dem 
des gelblichen Überstandes von M. flavescens Kulturen, wobei im Kulturüberstand noch 
weitere absorbierende Bestandteile enthalten sind, die das Spektrum beeinflussen 
könnten.  
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Phenazinderivate sind farbige Sekundärmetabolite, die von vielen Bakterien produziert 
werden. Deren Struktur besitzt eine Ähnlichkeit zum Isoalloxazin-System der Flavine und 
erklärt die Redoxaktivität der Phenazine. Viele Phenazine besitzen eine breite 
antibiotische Wirkung, die durch die Reduktion von Sauerstoff zu reaktiven 
Sauerstoffspezies erklärt wird. (Lau et al., 2004). Für Bakterien scheinen Phenazine 
neben ihrer antibiotischen Wirkung auch Funktionen innerhalb der Signaltransduktion zu 
besitzen. Beispielsweise aktiviert Pyocyanin einen Transkriptionsfaktor, der es 
Pseudomonas aeroginosa ermöglicht in anoxischen Biofilmen zu überdauern (Okegbe et 
al., 2012). Die erforderlichen Gene zur Phenanzinbiosynthese sind im phz-Gencluster 
zusammengefasst, welches bisher in allen Phenazin-produzierenden Bakterien gefunden 
werden konnte (Mavrodi et al., 2010). Obwohl M. mazei Gö1 mit Methanophenazin ein 
Phenazinderivat besitzt, konnte das phz-Operon nicht in seinem Genom gefunden 
werden (Deppenmeier et al., 2002). Die Biosynthese von Phenazinderivaten in Archaeen 
ist bisher noch nicht aufgeklärt. Das Fehlen des phz-Operons in M. mazei Gö1 könnte 
ein Hinweis darauf sein, dass die archaeelle Phenazinbiosynthese anderen Prinzipien 
folgt als die in Bakterien (Diederich et al., 2016). Schlüssige Hinweise auf die Bildung von 
Phenazinderivaten von M. flavescens konnten in dieser Arbeit nicht erbracht werden. Für 
eine nähere Charakterisierung müssen zunächst Bedingungen identifiziert werden, die 
zu einer vorhersehbaren und reproduzierbaren Gelbfärbung des Kulturüberstandes von 
M. flavescens führen.  
 
Das in dieser Arbeit erhaltene M. flavescens Isolat E03.2 wurde zur Analyse der 
methylotrophen Methanogenese in den untersuchten Biogasanlagen herangezogen. 
Vertreter der Gattung Methanosarcina können neben Acetat, H2 + CO2 auch 
methylotrophe Substanzen zur Energiekonservierung (methylotrophe Methanogenese) 
nutzen (Liu & Whitman, 2008). Die Abundanz der Gattung Methanosarcina in der 
Biogasanlage macht die Methanbildung durch methylotrophe Methanogenese 
theoretisch möglich. Die Relevanz der methylotrophen Methanogenese in Biogasanlagen 
wurde bisher kaum untersucht. Wahrscheinlich ist ein wesentlicher Grund dafür, dass 
Methanol im Biogasschlamm wenn überhaupt nur in sehr geringen Konzentrationen 
nachweisbar ist. Es kann angenommen werden, dass Methanol im Biogasreaktor durch 
die Abspaltung von Methoxygruppen (-OCH3) aus dem Polygalakturonsäure-Rückgrat 
von Pektinen entsteht (Schink & Zeikus, 1980). Pektine sind Polysaccharide pflanzlicher 
Zellwände, die beispielsweise verstärkt in Zuckerrüben vorkommen (Ollivier & Garcia, 
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1990). Pektine werden von einigen Bakterien und Pilzen abgebaut, wobei u. a. Methanol 
freigesetzt werden kann. Pektinolytische Bakterien finden sich beispielsweise in den 
Gattungen Clostridium, Erwinia, Bacteroides und Bifidobacterium (Schink & Zeikus, 1980; 
Slovakova et al., 2002) und können wahrscheinlich durch die Zugabe von Gülle in den 
Biogasreaktor gelangen. In Kokulturen von pektinolytischen Bakterien und 
methylotrophen Methanosarcina sp. konnte bereits die Bildung von Methan aus dem 
durch Pektinabbau freigesetzten Methanol gezeigt werden (Ollivier & Garcia, 1990). Die 
methylotrophe Methanogenese aus Methanol, als eines der Produkte des Pektinabbaus, 
ist somit auch in Biogasreaktoren denkbar.  
Die Zugabe von Methanol-adaptierten M. flavescens Zellen zu inaktiven Schlamm-
proben der untersuchten Biogasanlagen resultierte immer in einer nachweisbaren 
Methanbildung. Die Anwesenheit von methylotrophen Substraten, insbesondere 
Methanol im Biogasschlamm, die durch die methylotrophe Methanogenese zu Methan 
umgewandelt wurden erscheint daher plausibel. Da Acetat im Schlamm vorhanden ist 
kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass das Methan durch den acetiklastischen 
Weg der Methanogenese gebildet wurde. Die zugefügten M. flavescens Zellen wurden 
zwar an Methanol als Substrat adaptiert, jedoch könnte der acetiklastische Weg (wenn 
auch in sehr geringem Maße) stattgefunden haben. Der Kohlenmonoxid-
Dehydrogenase/Acetyl Coenzym A Synthase (CODH/ACS)-Enzym-komplex spielt eine 
Schlüsselrolle innerhalb der acetiklastischen Methanogenese (Grahame, 1991; Grahame 
& DeMoll, 1996). Durch Reportergenanalysen und Aktivitätsmessungen mit 
M. acetivorans  konnte gezeigt werden, dass die CODH/ACS bei Wachstum auf Methanol 
zwar hauptsächlich eine anabole Funktion erfüllt, jedoch kann nicht ausgeschlossen 
werden, dass die Umsetzung geringer Mengen Acetat zur Energiekonservierung 
ebenfalls möglich ist (Matschiavelli et al., 2012).   Die Zugabe von Acetat zu inaktiven 
Schlammproben mit Methanol-adaptierten M. flavescens Zellen führte zwar nicht zur 
Erhöhung der Methanbildung, aber die nur in geringem Maße stattfindende 
acetiklastische Methanogenese könnte bereits an ihrer maximalen Kapazität abgelaufen 
sein. 
 
Die im Rahmen dieser Arbeit durchgeführte Zugabe von Methanol zu frischen 
Schlammproben verschiedener Biogasanlagen resultierte nur dann in der Stimulierung 
der Methanbildung, wenn die Abundanz der Methanosarcina-Population der Abundanz 
der Gattung Methanoculleus entsprach oder höher war. Die Erkenntnisse lassen zwar 
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keine Aussagen über die Konzentration von Methanol im Biogasschlamm zu, 
demonstrieren aber die mögliche Steigerung der Methanogenese durch Methanolzugabe 
bei hohen Abundanzen der Gattung Methanosarcina. Hohe Methanosarcina-
Abundanzen lassen ebenso eine höhere Relevanz der acetiklastischen Methanogenese 
im Biogasreaktor vermuten. Die Tatsache, dass die acetiklastische Methanogenese nicht 
an ihrer maximalen Kapazität (aufgrund limitierter Acetatbildung) arbeitet, lässt freie 
Kapazitäten zur Nutzung methylotropher Substanzen wie Methanol durch 
Methanosarcina spp. zu. Sind allerdings nur wenige Methanosarcina spp. im 
Biogasreaktor, könnte die methylotrophe Methanogenese an ihrer maximalen 
Kapazitätsgrenze arbeiten. Die in dieser Arbeit gezeigte Stimulierbarkeit der 
Methanbildung frischer Schlammproben durch Methanol könnte sich als Indikator für die 
Abundanz bzw. Aktivität der Gattung Methanosarcina im Biogasprozess eigenen.  
 
Eine weitere Möglichkeit neben der direkten Reduktion von Methanol zu Methan durch 
die methylotrophe Methanogenese ist die Umsetzung zu Acetat, Wasserstoff und CO2 
durch methylotrophe Bakterien. Besonders (homo)acetogene Bakterien und 
Sulfatreduzierer können Methanol als Kohlenstoffquelle nutzen (Plugge et al., 2011; 
Zeikus et al., 1980). Untersuchungen zur Umwandlung von Methanol in einem 
thermophilen Reaktor zeigen, dass etwa die Hälfte des Methanols direkt durch 
methylotrophe Methanogene zur Methan umgewandelt wird. Dagegen wird das restliche 
Methanol über die acetiklastische und hydrogenotrophe Methanogenese umgewandelt, 
deren Ausgangsstoffe durch die Aktivität (homo)acetogener, methylotropher Bakterien 
gebildet werden (Paulo et al., 2003). Es lässt sich somit nicht ausschließen, dass 
zumindest ein Teil des zu den Schlammproben hinzugefügten Methanols auf indirektem 
Weg über die acetiklastische und hydrogenotrophe Methanogenese zu Methan 
umgewandelt wurde.  
Das Vorkommen der methylotrophen Methanogenese in den untersuchten 
Biogasreaktoren ist besonders bei einer hohen Abundanz der Gattung Methanosarcina 
wahrscheinlich. Weitere Analysen zur Relevanz der methylotrophen Methanogenese, 
auch im Hinblick auf eine mögliche Konkurrenz von methylotrophen Methanogenen und 
methylotrophen Bakterien um Methanol sind daher sinnvoll. Beispielsweise werden 
Zuckerrübentrester (hoher Pektingehalt) als Substrat in Biogasanlagen eingebracht und 
Methanol-haltige Abwässer aus der Papier- und Zellstoffherstellung oder dem 
Brauerreibetrieb könnten für die Erzeugung erneuerbarer Energien denkbar werden.  
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4.2 Eignung und Etablierung von Enzymaktivitäten als 
Parameter zur Prozessüberwachung. 
Die Überwachung von Prozessleistung und -stabilität einer Biogasanlage ist für die 
rechtzeitige Erkennung von Störfällen unbedingt notwendig. Kommerzielle 
Biogasanlagen werden häufig durch die regelmäßige, standardisierte Erfassung 
physikochemischer Parameter wie pH-Wert, oTS, FOS/TAC-Wert und der 
Fettsäurezusammensetzung überwacht (Ward et al., 2008). Mögliche Veränderungen der 
mikrobiellen Zusammensetzung der Biozönose können durch  Methoden wie qPCR, 
DGGE und Metagenomanalysen ermittelt werden (Bergmann et al., 2010; Solli et al., 
2014), sind jedoch in der Praxis eher nachrangig. Eine weitere vielversprechende 
Möglichkeit zur Erkennung von Störfallen bzw. Veränderungen in der mikrobiellen 
Gemeinschaft, stellt die Bestimmung metabolischer Aktivitäten prozessrelevanter 
Organismengruppen dar. Metabolische Aktivitäten können beispielsweise durch 
Isotopenmarkierungen oder Metaproteomanalysen ermittelt werden (Hanreich et al., 
2012; Li et al., 2009). Die Quantifizierung der Aktivität von im anaeroben Biomasseabbau 
relevanten Enzymen kann nicht nur zu einem besseren Verständnis des 
Biogasprozesses beitragen, sondern ermöglicht auch Schlussfolgerungen über die 
Prozessleistung eines Biogasreaktors. Beispielsweise wurden bereits Esterase-, 
Protease-, Amylase- und Lipaseaktivitäten zur Prozessüberwachung vorgeschlagen 
(Gasch et al., 2013; Kim et al., 2012). Da hydrolytische Reaktionen einen 
geschwindigkeitslimitierenden Schritt (oder Engpass) im Biogasprozess darstellen 
(Batstone et al., 2002), erscheint die Verwendung der genannten Enzymaktivitäten als 
Parameter zur Prozessüberwachung sinnvoll.  
Schlüsselenzyme der Methanogenese standen bisher weniger im Fokus der 
Untersuchungen. Mit der Heterodisulfid-Reduktase konnte jedoch bereits ein Enzym 
methanogener Archaeen aus Schlammproben einer Biogasanlage quantifiziert werden, 
dadurch wurden Aussagen über die acetiklastische Methanogenese in situ ermöglicht 
(Refai et al., 2014b).  
 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Eignung der Aktivität von Hydrogenasen, die in 
wichtigen trophischen Gruppen des Biogasprozesses vorkommen und die Aktivität F420-
abhängiger Enzyme, als spezifische Enzyme methanogener Archaeen, zur 
Prozessüberwachung analysiert. Dafür eignete sich eine Störung im Betrieb des 
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Biogasreaktors während des Zeitraums der Beprobung. Der Einbruch der Methanbildung 
im April 2014 um über 50% im Vergleich zur durchschnittlichen Methanbildungsrate der 
Biogasanlage korrelierte mit einer 100-fach gesunkenen Abundanz der Archaeen 
(Juliane Theiss, Leipzig, persönliche Mitteilung). Die vom Betreiber der Biogasanlage 
ermittelte Stromproduktion war im April 2014 ebenfalls wesentlich niedriger als in den 
Vormonaten und bestätigt die Abweichung vom Normalbetrieb. Sowohl der pH-, 
FOS/TAC-Wert als auch die Ammoniumkonzentration zeigten während des Störfalls 
keine Auffälligkeiten, damit ist eine Versauerung oder Ammoniumvergiftung des Reaktors 
unwahrscheinlich. Bei geringerer Raumbelastung (Abnahme um 12%) und erhöhter 
hydraulischer Verweilzeit (Zunahme um 9%) im Vergleich zum Vormonat sank die 
Acetatkonzentration sogar um 80%, ebenso war ein Rückgang des oTS-Wertes (um 
25%) im April 2014 zu beobachten. 
Ein plausibler Grund für den genannten Rückgang der Abundanz der methanogenen 
Archaeen und dem dadurch wahrscheinlich hervorgerufenen Einbruch der 
Methanbildung, ist die Veränderung des Fütterungsregimes. Zu Beginn des Jahres 2014 
wurde die Zugabe von Rindermist in den Biogasreaktor von 17-19% auf 5-11% reduziert, 
während die Menge an Hühnertrockenkot von 12-15% auf 21-27% erhöht wurde. Es ist 
bereits bekannt, dass sich eine veränderte Fütterung von Substraten auf die mikrobielle 
Zusammensetzung auswirkt, die wiederrum die Leistung des Biogasreaktors wesentlich 
beeinflussen kann (De Francisci et al., 2015; Koch et al., 2014). Die veränderte Fütterung 
mit der damit einhergehenden Veränderung der Biozönose und die verringerte 
Raumbelastung, könnten wahrscheinlich auch zum Rückgang der Acetatkonzentration 
geführt haben.  
 
In dieser Arbeit wurde die statistisch signifikante, positive Korrelation der Gesamt-
Hydrogenaseaktivität mit der Methanbildung von drei unabhängigen, kommerziellen 
NawaRo-Biogasanlagen ermittelt (Kern et al., 2016a; Abbildung 33). Im Monat des 
Störfalls war ein deutlicher Einbruch er Gesamt-Hydrogenaseaktivität nachweisbar. Die 
ermittelte Korrelation lässt Aussagen zur Methanbildung basierend auf den ermittelten 
Gesamt-Hydrogenaseaktivitäten zu. Einzig die Gesamt-Hydrogenaseaktivität vom 
Januar 2014 (Modellanlage 1) folgt dieser Korrelation nicht, wobei weitere 
Untersuchungen nötig gewesen wären um Aussagen über mögliche Gründe zu treffen. 
Die methanogene (F420-) Hydrogenaseaktivität folgte prinzipiell dem gleichen Trend, 
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In dieser Arbeit wurden auch Formiat-Dehydrogenaseaktivitäten aus frischen 
Schlammproben von Biogasanlagen ermittelt. Formiat-Dehydrogenasen kommen in 
methanogenen Archaeen und vielen (fakultativ) anaeroben und aeroben Bakterien vor. 
Nicht alle methanogenen Archaeen können Formiat als Elektronendonor für die 
Methanogenese verwenden, Formiat-Dehydrogenasen sind z.B. nicht für Vertreter der 
Gattung Methanosarcina bekannt. Für das aus M. formicicum isolierte Enzym wurden 
bereits Viologen- und F420-abhängige Formiat-Dehydrogenaseaktivitäten quantifiziert 
(Schauer & Ferry, 1982). Wie auch die Hydrogenaseaktivitäten, gingen die ermittelten 
Formiat-Dehydrogenaseaktivitäten der Modellanlage im April 2014 deutlich zurück. 
Allerdings konnte keine generelle, signifikante Korrelation der Formiat-
Dehydrogenaseaktivitäten mit der Methanbildung der untersuchten Biogasreaktoren 
nachgewiesen werden, daher lässt sich ihre Eignung als Parameter zur Prozesskontrolle 
basierend auf den erhobenen Daten nicht einschätzen. 
 
Die mögliche Eignung der quantifizierten Enzymaktivitäten zur Vorhersagbarkeit von 
Prozessstörungen wurde durch die Simulation von praxisrelevanten Störfällen in 
Laborfermentern überprüft. Die Simulation einer Ammonium-Vergiftung durch 
Harnstoffzugabe in Laborreaktoren führte bereits im „leicht“ gehemmten Reaktor zu einer 
irreversiblen Schädigung der Biozönose. Neben der Methanbildung nahmen auch die 
gemessenen Enzymaktivitäten deutlich ab, dass steigende Ammoniumkonzentrationen 
zu Veränderungen der Organismenzusammensetzung im Biogasreaktor und folglich zu 
geringeren Methanausbeuten führen ist bekannt (Zhang et al., 2014). Da bereits die 
„leichte“ Hemmung erhebliche Effekte zeigte, lassen sich im Rahmen des Versuches nur 
bedingt Aussagen zur Eignung der ermittelten Enzymaktivitäten für eine 
Prozessüberwachung ableiten. 
Eine Reaktorversauerung konnte nicht erfolgreich in den Laborfermentern durchgeführt 
werden, da die Zugabe von Glukose nachweislich zum Anstieg der Methankonzentration 
führte. Glukose als leicht vergärbares Substrat wird besonders durch primäre und 
sekundäre Gärungsvorgänge u.a. in Acetat umgewandelt. Acetat ist das Substrat für die 
acetiklastischen Methanogenese und wurde wahrscheinlich direkt von Vertretern der 
Gattung Methanosarcina zu Methan umgewandelt. Die Erkenntnis, dass die 
acetiklastische Methanogenese kein raten-limitierender Schritt in der untersuchten 
Biogasanlage ist und damit noch freie Kapazitäten zur Umwandlung von Acetat 
vorhanden sind, unterstützen die Annahme einer erhöhten acetiklastischen 
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Methanogenese im „versauerten“ Laborfermenter (Refai et al., 2014a). Es ist ebenso 
möglich, dass Acetat durch die Aktivität syntropher Acetat-oxidierender Bakterien zu 
H2 + CO2 oxidiert wurde und somit indirekt über den Weg der hydrogenotrophen 
Methanogenese zu der gestiegenen Methanbildung beitrug. Mit der zusätzlichen Bildung 
von H2 + CO2 im „versauerten“ Laborfermenter erscheint auch die nachgewiesene 
wesentlich geringere Stimulierbarkeit der Methanbildung durch Zugabe von Wasserstoff 
plausibel. Theoretisch könnte auch ein Rückgang der hydrogenotrophen Methanogenese 
für die geringere Stimulierbarkeit der Methanbildung durch Wasserstoff verantwortlich 
sein, allerdings konnten keine wesentlichen Veränderungen in der mikrobiellen 
Zusammensetzung des „versauerten“ Laborfermenters nachgewiesen werden (Juliane 
Theiss, Leipzig, persönliche Mitteilung).  
Während sich die Gesamt-Hydrogenaseaktivität des „versauerten Laborfermenters“ nur 
leicht erhöhte, zeigten die ermittelten Formiat-Dehydrogenaseaktivitäten eine deutliche 
Zunahme. Die Zunahme der Formiat-Dehydrogenaseaktivität kann eine Folge der 
erhöhten Verfügbarkeit von Formiat im „versauerten“ Laborfermenter sein. Die Zunahme 
der Formiatkonzentration im „versauerten“ Fermenter kann durch den Abbau von 
Glukose beispielsweise im Rahmen der Ameisensäuregärung hervorgerufen wurden 
sein. Obwohl eine Reaktorversauerung mit ihren negativen Auswirkungen auf den 
Biogasprozess im Labor nicht simuliert werden konnte, war es durch die Quantifizierung 
der Enzymaktivitäten möglich Aussagen über Veränderungen innerhalb des anaeroben 
Biomasseabbaus zu treffen.




Im Rahmen des BioPara Netzwerkes: „Gesamterfassung von biochemischen und 
metagenomischen Parametern in Biogasanlagen und deren Korrelation zur 
Produkteffizienz“ erfolgte die in dieser Arbeit durchgeführte Isolierung und 
Charakterisierung von prozessrelevanten methanogenen Archaeen aus frischen 
Schlammproben einer kommerziellen Biogasanlage. Insgesamt wurden sechs 
verschiedene Arten der Gattungen Methanobacterium, Methanoculleus sowie 
Methanosarcina isoliert und als Reinkultur kultiviert. Darunter wurden mit 
Methanobacterium aggregans und Methanosarcina flavescens bis dahin unbekannte 
Spezies identifiziert und umfassend charakterisiert. Außerdem erfolgte mit 
Methanoculleus bourgensis und M. flavescens die Anreicherung der beiden 
abundantesten methanoarchaealen Mikroorganismen des beprobten Biogasreaktors. 
 
Weiterführend wurde ein anaerobes Testsystem etabliert, um die Methanproduktivität der 
analysierten Biogasanlagen im Labormaßstab abzubilden. Mit diesem Testsystem 
wurden die hydrogenotrophen und methylotrophen Wege der Methanogenese als 
potentiell raten-limitierende Schritte des Biogasprozesses in NawaRo-Anlagen 
analysiert. Die hydrogenotrophe Methanogenese verlief in allen beprobten 
Biogasreaktoren nicht an der maximalen Kapazitätsgrenze und stellte daher keinen 
raten-limitierenden Schritt dar. Weiterführend wurde die methylotrophe Methanogenese 
bei hohen Methanosarcina-Abundanzen als nicht-ratenlimitierender Prozess identifiziert 
und durch die Zugabe von Isolat E03.2 zu inaktivierten Schlammproben der untersuchten 
Biogasanlagen, ergaben sich Hinweise auf die Anwesenheit von Methoxygruppen.  
 
Aufgrund der fundamentalen Bedeutung des Wasserstoff-Stoffwechsels in NawaRo-
Biogasanlagen, wurden u.a. Wasserstoff-abhängige Gesamt- sowie methanoarchaeale 
Enzymreaktionen aus frischen Schlammproben quantifiziert und als mögliche Parameter 
zur Prozessüberwachung analysiert. Dabei konnte eine positive Korrelation der Gesamt-
Hydrogenaseaktivität mit der Methanproduktivität in den untersuchten Biogasanlagen 
gezeigt werden. Die Gesamt-Hydrogenaseaktivität ist somit einen aussagekräftiger 
Parameter zur Prozesskontrolle. 




6.1 16S rDNA-Sequenzen ausgewählter Isolate 

























































































































































































6.2 mcrA-Sequenzen ausgewählter Isolate 
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